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Avant-propos : Lost in translation 
 
A tous les geeks, les nolifes, les nerds, les otakus, les passionnés en tout genre qui 
m’ont permis de survivre durant ces années intenses. A ceux qui m’ont accompagnée au 
cinéma plus souvent que nécessaire, qui m’ont assistée dans mes marathons séries télé ou 
comédies romantiques, qui m’ont accompagnée au TGS. A ma grande sœur, fan de séries 
télés qui m’a tenue informée des nouveautés pendant toutes ces années. A ces deux amis qui 
m’ont fait découvrir Interpol, Le trône de fer , Battlestar galactica ou The walking dead, avec 
qui j’ai passé des soirées à discuter, à regarder des nanars ou encore des Disney. C’est à vous 
tous que je dédie cet avant-propos «  geekesque » qui je l’espère répondra à la question que 
vous m’avez tous posée au moins une fois : « Mais sur quoi tu bosses au juste ? » et à laquelle 
j’ai invariablement répondu : « je fais une thèse en biologie moléculaire sur les étapes 
précoces de la biogenèse du ribosome. » 
Prenons une réalisatrice très connue, la « cellule », qui déborde d’idées pour de 
nouveaux films. Dans ses bureaux, le « noyau », on peut trouver de nombreux meubles à 
tiroirs, les « chromosomes », qui comptent des milliers de scripts, les « gènes ». Seulement 
pour faire un film, un script ne suffit pas. Il faut le transcrire en un véritable scénario (ou 
« ARN messager »), avec l’aide de plusieurs scénaristes (ou « ARN polymérase II »). Lorsque 
la réalisatrice juge le scénario parfait, il est envoyé au studio de production, le « cytoplasme », 
où plusieurs scénarii vont devenir de véritables films, les « protéines » avec l’aide des équipes 
de production, les « ribosomes ». Mais avant tout, la réalisatrice se doit de former le metteur 
en scène (ou « ARN ribosomique ») qui guidera l’équipe. C’est dans une partie spéciale de 
ses bureaux, le « nucléole », qu’elle demande à ses formatrices (ou « ARN polymérase I ») de 
modeler l’apprenti (ou « ADN ribosomique ») en metteur en scène compétent. Cependant la 
formation n’est pas complète, elle doit donc lui adjoindre de nombreux techniciens, les 
« facteurs de maturation», lorsqu’il sort du bureau pour rejoindre le studio. Ces techniciens 
vont modeler l’esprit du metteur en scène pour qu’il comprenne quels sont les éclairages, 
musiques, costumes ou décors idéaux pour que son film prenne forme. Lors de cette étape le 
metteur en scène recrutera les « protéines ribosomiques », c'est-à-dire les acteurs, costumiers, 
cascadeurs, danseurs et autres personnes nécessaires à la bonne réalisation du film. Il 






ribosome ». Il ne restera plus au metteur en scène qu’à donner ses instructions pour que le 
scénario passe sur une pellicule (la « chaine de polypeptide ») qui après les étapes de 
postproduction, telles que les coupures des scènes inutiles ou la transposition de la bande son 
donneront un très bon film.  
Mais à quoi je sers dans tout ça ? Je suis le fan, ou « chercheur », celui qui peut passer 
des heures sur Internet à user de divers subterfuges (ou « expériences ») pour percer le 
mystère de certains films… Personnellement, bien que certains préfèrent les acteurs, j’ai 
toujours eu un faible pour les techniciens, sans qui, le metteur en scène serait incapable de 
produire son film. Bien que les informations ne soit pas évidentes à trouver, on peut se faire 
aider de fans plus expérimentés qui publient de nombreux commentaires (ou « articles 
scientifiques ») sur certains forums, et qui vous invitent à partager leur expérience chez eux, 
dans leur « laboratoire ». Je tiens donc ici à remercier mon chef, fan de la première heure, un 
savant mélange entre MacGyver et Jack Bauer, qui aura pris le temps de m’enseigner les 
quelques subterfuges nécessaires à la publication de mon premier commentaire sur un forum 






















 Petite Sous-Unité (SSU) Grande Sous-Unité (LSU) 
 ARNr Protéines ARNr Protéines 
Procaryote 16S 21 23S/5S 34 
Eucaryote 18S 33 25S/5.8S/5S 46 
 
 Figure 1 : Composition et assemblage des ribosomes procaryotes et eucaryotes. Adaptée de 
Hsu et al., 2007  
 
 
A) Le ribosome 
La traduction est le mécanisme fondamental qui permet la conversion de l’information 
génétique, codée par les ARNs messagers (ARNm), en protéines. Elle se déroule au sein du 
ribosome, un complexe composé d’ARNs non codants et de protéines ribosomiques, qui a 
deux fonctions principales : (i) le décodage de l’ARNm et sa mise en contact avec les ARNs 
de transfert (ARNt) ; (ii) la formation des liaisons peptidiques entre les acides aminés des 
ARNt, permettant l’assemblage d’une chaine polypeptidique. Ce polypeptide sera maturé en 
protéine fonctionnelle. Le mécanisme de la traduction est fortement conservé au cours de 
l’évolution. Cependant, le ribosome eucaryote est nettement plus complexe que son 
homologue procaryote. En effet, chez les eucaryotes, il existe un contrôle-qualité important de 
la traduction pour éviter l’apparition de protéines délétères potentiellement dangereuses pour 
l’organisme. Comme nous allons le voir, l’obtention récente des structures cristallines des 
ribosomes procaryotes et eucaryotes nous ont permis de mieux comprendre le fonctionnement 
de ces complexes ainsi que leur synthèse. 
a. Composition du ribosome 
Le ribosome est une formation ribonucléoprotéique composée d’ARN non codant 
spécifique, appelé ARN ribosomique (ARNr), et de protéines ribosomiques. Il est organisé en 
deux sous-unités de taille différente, la petite sous-unité de 40S et la grande sous-unité de 60S 
(procaryote : sous-unités de 30S et de 50S). Elles sont définies en fonction de leur coefficient 
de sédimentation (S pour Svedberg). Cette organisation bipartite est fortement conservée au 
cours de l’évolution.  
La petite sous-unité se compose de l’ARNr de 18S et de 33 protéines ribosomiques 
(procaryote : ARNr de 16S et 21 protéines ribosomiques) (Planta and Mager, 1998 ; Ben 
Shem et al., 2010) (Figure 1). Elle favorise la liaison des codons de l’ARNm avec les 
anticodons des ARNt et permet ainsi le décodage de l’information génétique.  
La grande sous-unité se compose des ARNr de 25S, 5.8S et 5S et de 46 protéines 
ribosomiques (procaryote : ARNr de 23S, de 5S et 34 protéines ribosomiques) (Planta et 
Mager, 1998) (Figure 1). Il a été démontré que l’ARNr de 5.8S des eucaryotes correspondait 
à l’extrémité 3’ de l’ARNr de 23S chez les procaryotes (Nazar, 1980 ; Veldman et al., 1981). 












peptidiques entre un aminoacyl-ARNt et un peptidyl-ARNt, conduisant au polypeptide néo-
synthétisé.  
Les deux sous-unités s’associent en présence d’un ARNm pour former le ribosome ou 
particule de 80S. A l’interface entre ces deux sous-unités se forment 3 sites de fixation pour 
les ARNt : les sites A, P et E. Le site A est le site d’entrée des aminoacyl-ARNt. Le site P est 
le site de formation des liaisons peptidiques. Il contient le polypeptide en cours d’élongation 
accroché au peptidyl-ARNt. Enfin, le site E est le site de sortie des ARNt désacylés (Figure 
1). 
b. Mécanismes généraux de la traduction 
L’initiation de la traduction débute par la formation d’un complexe d’amorçage, 
constitué de la petite sous-unité du ribosome, l’ARNm et l’ARNt portant la méthionine. Le 
codon initiateur (AUG) de l’ARNm est placé à la base du site P et l’anticodon de l’ARNt est 
placé en face de ce codon initiateur. L’ARNt portant la méthionine est le seul aminoacyl-
ARNt pouvant se placer au site P. Ce complexe d’amorçage permet le recrutement de la 
grande sous-unité requise pour la traduction (Figure 2). Chez les procaryotes, l’interaction 
entre l’ARNm et la petite sous-unité se fait au niveau d’une séquence spécifique, la séquence 
Shine-Dalgarno. Elle est située à l’extrémité 5’ de l’ARNm (Shine and Dalgarno, 1974). 
L’initiation requiert alors 3 facteurs spécifiques (IF1, IF2, IF3) qui modulent l’affinité du site 
P pour l’aminoacyl-ARNt portant la méthionine (Antoun et al., 2006 ; Marshall et al., 2008). 
Chez les eucaryotes, l’ARNm ne présente pas de séquence de Shine-Dalgarno. Le recrutement 
de la petite sous-unité se fait différemment. Il requiert plus de 11 facteurs d’initiation 
(Marshall et al., 2008). L’initiation de la traduction eucaryote est étroitement régulée par de 
nombreux mécanismes cellulaires tels que la croissance, la prolifération, l’infection virale ou 
l’apoptose. Cela explique partiellement la complexification de sa machinerie de traduction 
(Clemens et al., 2000 ; Marshall et al., 2008).  
Au cours de la traduction, l’étape d’élongation permet la formation de la chaine 
polypeptidique. Une fois l’initiation terminée, le facteur d’élongation Tu (EF-Tu), lié à une 
molécule de GTP, chaperonne le recrutement d’un aminoacyl-ARNt au niveau du site A et 
facilite l’interaction entre le codon de l’ARNm et l’anticodon de l’ARNt (Figure 2). 
L’hydrolyse de la molécule de GTP permet la libération du facteur d’élongation et stabilise 
l’interaction codon-anticodon au site A. Une liaison peptidique est alors formée entre le 






ARNt présent au site P. La formation de cette liaison peptidique entraîne le transfert de la 
chaine polypeptidique naissante du site P au site A et l’obtention d’un ARNt désacylé au site 
P (Figure 2). Le mécanisme de translocation, correspondant au mouvement du ribosome sur 
l’ARNm, permet le passage de l’ARNt désacylé du site P au site E pour sa libération et celui 
du peptydil-ARNt naissant au site P. Un nouveau codon de l’ARNm prendra place au niveau 
du site A. Il permettra le recrutement de l’aminoacyl-ARNt correspondant, à l’aide de EF-Tu. 
Le mécanisme de translocation nécessiterait un changement de conformation du ribosome. 
Celui-ci passerait d’une forme fermée (« non-cliquet ») requise pour la formation de la liaison 
peptidique et le recrutement de l’aminoacyl-ARNt au site A, à une forme ouverte (« cliquet ») 
nécessaire pour le mouvement des ARNt après formation de la liaison peptidique et pour le 
mouvement du ribosome sur l’ARNm. Ce changement de conformation serait permis par une 
rotation d’environ 5° dans le sens des aiguilles d’une montre de la petite sous-unité par 
rapport à la grande sous-unité. Ce mouvement expliquerait la conservation de l’organisation 
du ribosome en deux sous-unités distinctes au cours de l’évolution (Frank and Agrawal, 2000 
; Spirin, 2009) (Figure 6).  
La traduction se termine lors de la translocation d’un codon stop (UAA, UAG, UGA) 
au site A. Ces trois codons ne possèdent pas d’anticodons complémentaires. Aucun 
aminoacyl-ARNt n’est recruté au niveau du site A. La chaine polypeptidique est relâchée 
après hydrolyse de la liaison ester du dernier peptidyl-ARNt. Cela entraîne la dissociation des 
sous-unités ribosomiques (Figure 2). Chez les procaryotes, la reconnaissance du codon stop 
requiert les facteurs RF1 et RF2, tandis que chez les eucaryotes, seul le facteur eRF1 est 
impliqué dans le relargage du polypeptide quel que soit le codon stop (Freistroffer et al., 
1997 ; Frolova et al., 1994 ; Mitchell et al., 2008). 
c. Ribosome : Structure et Fonction 
Le début du XXI
ème
 siècle marqua la découverte de la structure cristalline du ribosome 
procaryote par diffraction à rayon X. La structure de la grande sous-unité de Haloarcula 
marismortui (Ban et al. 2000), la structure de la petite sous-unité et un modèle atomique du 
ribosome de la bactérie Gram négative Thermus thermophilus (Schluenzen et al., 2000 ; 
Winberly et al., 2000 ; Yusupov et al., 2001) ont ainsi été résolus et ont permis d’améliorer 
les connaissances obtenues plus tôt par cryo-microscopie électronique. Le ribosome eucaryote 
possède 25 protéines ribosomiques spécifiques et des ARNr plus longs. Il est donc plus dense 






récemment chez Saccharomyces cerevisiae (Ben Shem et al., 2010 ; Ben Shem et al., 2011), 
confirmant les modèles obtenus par cryo-microscopie électronique chez Tetrahymena 
thermophila, le chien et Triticum aestivum (Spahn et al., 2001 ; Chandramouli et al., 2008 ; 
Armache et al., 2010). Il semble que les extensions de séquences des ARNr et les protéines 
ribosomiques additionnelles soient réparties à la périphérie d’un ribosome cœur fonctionnel 
fortement conservé au cours de l’évolution. 
i. Structure et fonction de la petite sous-unité du ribosome 
La structure cristalline de la petite sous-unité du ribosome procaryote a été déterminée 
chez Thermus thermophilus (Schluenzen et al., 2000). Elle montre que la petite sous-unité du 
ribosome est majoritairement organisée par la structure secondaire de l’ARNr de 16S. Elle est 
composée de trois domaines distincts : la tête, le corps et la plateforme qui forment une 
structure trilobée reliée au niveau du cou (Figure 3A). Le cou est une partie flexible qui 
permet le basculement de la tête lors de la translocation du ribosome sur l’ARNm. Il est 
constitué par la région charnière de l’ARNr de 16S. Cette région charnière relie les 4 
domaines de l’ARNr de 16S qui constituent le corps, la plateforme, la tête et l’hélice H44, une 
région spécifique du corps (Figure 3B). Le corps présente deux excroissances : l’épaule, qui 
aurait un rôle dans l’initiation de la traduction et le pied, formé par l’hélice H44 structurant 
l’extrémité 3’ de l’ARNr de 16S. Cette hélice permettrait le décodage de l’information 
génétique. La tête présente aussi une excroissance, le bec. Il est formé par l’hélice H33 de 
l’ARNr de 16S (Figure 3B). Les différents domaines de la petite sous-unité du ribosome sont 
structurés par l’ARNr de 16S, tandis que les protéines ribosomiques sont majoritairement 
périphériques. Les protéines ribosomiques sont, pour la plupart, composées de deux parties : 
une partie globulaire périphérique et une partie non-structurée qui s’insère dans les espaces 
libres de l’ARNr de 16S afin de rigidifier sa structure tertiaire.  
Chez les eucaryotes, les 12 protéines additionnelles et les extensions de séquence de 
l’ARNr de la petite sous-unité sont réparties sur 3 zones périphériques : le bec, le bas de la 
plateforme et le bas du corps (Spahn et al., 2001 ; Ben Shem et al., 2011) (Figure 3C). 
L’organisation de la petite sous-unité du ribosome eucaryote est plus complexe que celle de 
son homologue procaryote : (i) le bec est plus allongé et plus incurvé car l’hélice H33 de 
l’ARNr de 18S qui forme cette structure est plus longue que chez les procaryotes et s’associe 
avec des protéines ribosomiques additionnelles spécifiquement eucaryotes ; (ii) l’épaule 
change de conformation. Ces deux changements pourraient servir à l’initiation de la
13 
 





Figure 3 : Structure de la petite sous-unité du ribosome. (A) Structure cristalline de la petite 
sous-unité du ribosome du procaryote Thermus thermophilus (adaptée de Schluenzen et al., 
2000) (B) Structure secondaire de l’ARNr de 18S (adaptée de Ben Shem et al., 2010). Les 
extensions de séquences spécifiques de l’ARNr eucaryote sont indiquées en rouge. Les 
régions encadrées représentes les 4 domaines principaux de la structure du ribosome. (C) 
Structure cristalline de la petite sous-unité du ribosome de Saccharomyces cerevisiae 
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traduction qui est différente chez les eucaryotes. De plus, le pied du ribosome est séparé en 
deux parties, le pied gauche et le pied droit. Une extension de séquence de l’ARNr de 18S, 
ES6, au niveau de la plateforme, forme le pied gauche et créé un réseau d’interactions 
connectant la plateforme à la partie basse du corps (Figure 3B et 3C). L’hélice H44, 
nettement plus longue chez les eucaryotes, part du cou vers le bas du corps en diagonale pour 
former le pied droit. Il semble que la plupart des extensions d’ARNr et les protéines 
ribosomiques spécifiques des eucaryotes se trouvent en périphérie d’un domaine cœur 
conservé (Spahn et al., 2001 ; Ben Shem et al., 2011). L’intérêt de l’acquisition de ces 
domaines périphériques supplémentaires, chez les eucaryotes, restent encore inconnus. 
ii. Structure et fonction de la grande sous-unité du ribosome 
La structure cristalline de la grande sous-unité du ribosome procaryote a été 
déterminée chez l’archée Haloarcula marismortui (Ban et al., 2000). La grande sous-unité du 
ribosome, nettement moins flexible et beaucoup plus dense que la petite sous-unité, est 
constituée d’un domaine central rigide, organisé par l’ARNr de 23S, et surmonté de 3 
protubérances : La tige L1, la tige P et la protubérance centrale (Figure 4A). La tige L1 est 
composée d’un domaine de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 23S et de la protéine ribosomique 
Rpl1p. C’est un élément mobile qui facilite la libération de l’ARNt désacylé au site E (Valle 
et al., 2003). La tige P, principalement composée de protéines ribosomiques est aussi 
organisée par l’ARNr de 23S (Figure 4B). Elle permettrait le recrutement des aminoacyl-
ARNt au site A lors de l’élongation. Enfin, la protubérance centrale est structurée par l’ARNr 
de 5S et les protéines ribosomiques Rpl5p et Rpl18p. Cette protubérance montre une grande 
plasticité. Elle subirait des réarrangements structuraux lors de la translocation du ribosome sur 
l’ARNm en cours de traduction (Ben Shem et al., 2010). Ces réarrangements coordonneraient 
donc les changements qui se produisent au niveau de la tige L1 et du centre peptidyl 
transférase, lieu de catalyse des liaisons peptidiques, lors de la rotation de la tête de la petite 
sous-unité au cours de la translocation. La séparation de l’ARNr de 5S du reste de l’ARNr 
structurant la grande sous-unité est nécessaire à la flexibilité de cette protubérance (Ben Shem 
et al., 2011 ; Rhodin et al. 2011). 
La structure de la grande sous-unité du ribosome eucaryote est similaire à celle des 
procaryotes malgré de nombreux réarrangements internes (Figure 4C). L’observation de la 
structure cristalline de la grande sous-unité chez Saccharomyces cerevisiae montre que la 









Figure 4 : Structure de la grande sous-unité du ribosome. (A) Structure cristalline de la 
grande sous-unité du ribosome du procaryote Haloarcula marismortui (adaptée de Ban et al., 
2000) (B) Structure secondaire des ARNr de 25S (orange), 5.8S (rouge foncé), 5S (rose) 
(adaptée de Ben Shem et al., 2010). Les extensions de séquences spécifiques de l’ARNr 
eucaryote sont indiquées en rouge. (C) Structure cristalline de la grande sous-unité du 





d’un domaine cœur fortement conservé (Ben Shem et al., 2011). Cette périphérie forme un 
anneau qui s’étend de la tige P à la tige L1 et évite l’interface entre les deux sous-unités 
(Figure 4B et 4C). Cet anneau est fixé au cœur par les extensions de séquence des ARNr, 
renforçant ainsi la structure tertiaire de la grande sous-unité du ribosome. Chez les eucaryotes, 
on retrouve une tige L1 composée de la protéine ribosomique Rpl1p et d’une partie de 
l’ARNr de 5.8S, fortement structurée, correspondant à l’extrémité 3’ de l’ARNr de 23S du 
ribosome procaryote (Nazar, 1980 ; Veldman et al., 1981). L’intérêt évolutif de la séparation 
de l’ARNr de 23S procaryote en deux ARNr distincts de 25S et de 5.8S, chez les eucaryotes, 
reste encore à définir. La tige P est élargie par une extension de séquence de l’ARNr de 25S, 
ES39L, qui interagit avec Rpl3p et Rpl9p. Enfin, la protubérance centrale est structurée par 
l’ARNr de 5S, transcrit indépendamment par l’ARN Pol. III et assemblé précocement au 
précurseur de la grande sous-unité du ribosome eucaryote à l’aide des protéines ribosomiques 
Rpl5p et Rpl11p. On peut se demander quel est l’intérêt évolutif de séparer la transcription de 
l’ARNr de 5S des autres ARNr chez les eucaryotes alors que l’ensemble des ARNr 
procaryotes sont transcrits à partir d’un gène unique. Le centre peptidyl transférase, lieu de 
catalyse des liaisons peptidiques, est placé au centre de la grande sous-unité, à l’interface 
entre les deux sous-unités. Il est entièrement confiné dans une poche formée par de l’ARNr 
simple brin, situé entre deux hélices de l’ARNr de 25S (les hélices 89 et 90) (Figure 4B). La 
structure cristalline des ribosomes montre que le repliement de l’ARNr à cet endroit empêche 
l’intégration de peptides. Ainsi l’entité catalytique permettant la synthèse des liaisons 
peptidiques n’est composée que d’ARNr indiquant que le ribosome est un ribozyme (Nissen 
et al. 2000).  
iii. Structure et fonction du ribosome 
La comparaison des structures cristallines des ribosomes procaryotes et eucaryotes 
montre la présence d’un domaine cœur conservé, porteur des fonctions de décodage de 
l’information génétique et de synthèse protéique (Yusupov et al., 2001 ; Armache et al. 2010 ; 
Ben Shem et al. 2010 ; Ben Shem et al. 2011). Les 24 protéines ribosomiques spécifiques des 
eucaryotes sont disposées à la périphérie de ce cœur, formant un anneau maintenu par des 
extensions de séquences des ARNr, renforçant ainsi la structure tertiaire du ribosome. Cet 
anneau périphérique permet la formation de domaines additionnels potentiellement requis 
pour l’interaction du ribosome eucaryote avec une membrane, l’export de protéines ou la 









Figure 5 : Structure et fonctionnement du ribosome. (A) Structure cristalline du ribosome de 
Saccharomyces cerevisiae. (B) Représentation des ponts qui relient les deux sous-unités du 






L’association des deux sous-unités en présence d’ARNm requiert la création 
d’interactions spécifiques, appelées ponts. Ces ponts sont plus nombreux chez les eucaryotes, 
afin de stabiliser une interface plus grande entre deux sous-unités plus larges. Il existe 3 types 
de ponts : les ponts ARN-ARN, les ponts ARN-protéine et les ponts protéine-protéine (Figure 
5). Au cœur de l’interface, l’absence de protéines ribosomiques induit une majorité de pont 
ARN-ARN. En s’éloignant du cœur, la localisation périphérique des protéines ribosomiques 
permet la formation d’interactions protéine-ARN. La plupart des ponts additionnels présents à 
l’interface du ribosome eucaryote sont constitués d’éléments spécifiquement eucaryotes, 
protéines ribosomiques additionnelles ou extensions de séquence de l’ARNr.  
L’association des deux sous-unités du ribosome requiert l’utilisation de facteurs 
d’initiation suggérant l’existence d’un changement de structure tertiaire de chacune des deux 
sous-unités lors de leur appariement. La petite sous-unité est un élément flexible qui peut 
changer de conformation. Il existe deux conformations possibles du ribosome. Des 
expériences de cryo-microscopie électronique ont suggéré que la translocation du ribosome le 
long de l’ARNm devait être facilitée par un mouvement de grande envergure impliquant un 
déplacement de la petite sous-unité par rapport à la grande (Franck and Agrawal, 2000). Dans 
sa position fermée (non-cliquet), les sous-unités assemblées du ribosome ont une 
conformation proche des sous-unités libres. Lors du passage en position ouverte (en cliquet), 
la petite sous-unité peut tourner de 4 à 5° par rapport à la grande sous-unité et la tête de la 
petite sous-unité peut basculer d’un angle de 15,5° vers la plateforme (Figure 6). Ce 
basculement favoriserait l’ouverture d’un canal entre la tête et l’épaule qui permettrait le 
passage de l’ARNm et la translocation du ribosome sur celui-ci (Ben Shem et al., 2010 ; 
Jenner et al., 2010). Ce mécanisme est dit « en cliquet » puisqu’il résulte du passage du 
ribosome d’une position ouverte à une position fermée et favorise sa translocation en sens 
unique. Les dernières données de cristallographie suggèrent que la rotation de la petite sous-
unité provoque la cassure ou au moins une considérable perte de l’interaction entre le corps de 
la petite sous-unité et le complexe ARNm-ARNt afin qu’il puisse suivre la rotation de la tête 
(Ben Shem et al., 2010).  
Chez les eucaryotes, un seul pont protéine-protéine a été décrit, le pont B1. Cette 
interaction protéine-protéine se fait entre la protéine Rps18p, située dans la tête de la petite 
sous-unité, et la protéine Rpl11p, située dans la protubérance centrale de la grande sous-unité. 
Ce pont est au centre du mécanisme de translocation (Spahn et al. 2001 ; Schluenzen et al., 












Figure 6 : Schématisation du mécanisme de translocation du ribosome sur l’ARNm. La tête 
de la petite sous-unité du ribosome bascule vers la plateforme (panel gauche) et la petite sous-
unité exerce un mouvement de 4 à 5° par rapport à la grande sous-unité (panel droit). Adaptée 
de Ben Shem et al., 2010  
 
 
l’interaction entre Rps18p et Rpl11p. On passerait donc d’une conformation B1b du pont 
(position fermée) une position B1c (position ouverte) grâce à un réarrangement structural 
(Rhodin et al., 2011 (2)). Il a été démontré que Rps18p agirait comme une « agrafe » qui 
assemblerait l’extrémité 3’ de l’ARNr de 18S dans sa conformation finale au sein de la petite 
sous-unité et favoriserait la mise en place du centre de décodage de l’ARNm (Ilin et al., 
2011). La mutation de Rpl11p entraîne un défaut d’association entre les deux sous-unités et 
une modification de structure de l’ARNr de 18S, au sein du centre de décodage. Cela 
déstabiliserait l’association entre l’ARNm et l’ARNt (Rhodin et al., 2011(1) ; Rhodin et al., 
2011(2)). Les auteurs proposent que le pont entre Rps18p et Rpl11p permet l’échange 
d’information entre les sites fonctionnels des deux sous-unités. En effet, Rps18p est 
intimement lié au site de décodage de l’information génétique et Rpl11p au centre catalytique 
de la grande sous-unité (Ilin et al ., 2011 ; Rhodin et al., 2011 (1)). 
d. Assemblage et structure du ribosome 
L’assemblage des protéines ribosomiques est largement couplé à la maturation des 
ARNr puisqu’il débute dès leur transcription (Kaczanowska and Ryden-Aulin, 2007). En 
effet, la maturation des ARNr induit des changements de conformation clés, qui permettent 
l’assemblage des protéines ribosomiques et dirigent l’organisation structurale des deux sous-
unités jusqu'à leur forme finale (Jomaa et al., 2011). La détermination de la structure du 
ribosome est utile à la compréhension de l’assemblage de ces sous-unités. Elle peut permettre 
d’appréhender les mécanismes selon lesquels les protéines ribosomiques conduisent des 
changements de conformation en se liant à l’ARNr ou comment l’assemblage est coordonné 
avec la maturation des précurseurs d’ARNr, le trafic intracellulaire et les voies de contrôle-
qualité. Une hiérarchie d’assemblage des protéines ribosomiques, chez les procaryotes, a été 
proposée par Masayasu Nomura. Ainsi le recrutement d’un premier lot de protéines 
ribosomiques permet les changements de conformation de l’ARNr requis pour l’intégration 
d’une seconde vague de protéines ribosomiques. L’association de ces protéines ribosomiques 
à l’ARNr, lors des premières étapes d’assemblage, serait nécessaire pour l’incorporation des 
protéines ribosomiques restantes (Held and Nomura, 1974 ; Stern et al., 1989). Cette 














Figure 7 : Les diverses voies d’assemblage des protéines ribosomiques de la petite sous-unité 
du ribosome procaryote déterminées par cryomicroscopie électronique après reconstitution in 
vitro. Adaptée de Mulder et al., 2010  
 
 
i. Structure et assemblage du ribosome procaryote 
Chez les procaryotes, il a été suggéré que le repliement incorrect de l’ARNr de 16S 
structurant la petite sous-unité du ribosome pourrait être préjudiciable à la formation du 
ribosome et, de ce fait, à la croissance cellulaire (Connolly and Culver, 2009). Il a été 
démontré par cryo-microscopie électronique que YjeQ, une GTPase essentielle pour la 
formation de la petite sous-unité, interviendrait dans la maturation du pré-ARNr de 17S, 
précurseur de l’ARNr de 16S. L’absence de cette maturation induirait une distorsion 
importante de l’hélice H44, requise pour le décodage de l’ARNm et l’association des deux 
sous-unités ribosomiques (Jomaa et al., 2011). Des expériences de protection chimique 
montrent que la formation de l’hélice H44 à l’extrémité 3’ de l’ARNr de 16S est l’étape finale 
de maturation de l’ARNr de la petite sous-unité du ribosome (Woodson, 2011 ; Holmes and 
Culver, 2004). La formation de cette hélice semble requise pour le recrutement des protéines 
ribosomiques tertiaires Rps3p, Rps5p, Rps11p, Rps16p, Rps8p et Rps13p (Woodson, 2011).  
L’assemblage de la petite sous-unité du ribosome procaryote suivrait différentes voies 
(Mulder et al. 2010). La majorité des informations nécessaires à l’assemblage du ribosome 
procaryote est encodée dans les séquences de ces composants. Les sous-unités ribosomiques 
procaryotes peuvent donc être assemblées in vitro à partir d’ARNr et de protéines purifiées 
(Nierhaus and Dohme, 1974). A partir d’une reconstruction in vitro de la petite sous-unité, il a 
été possible de définir, par cryo-microscopie électronique, le profil de 14 intermédiaires 
d’assemblage (Mulder et al., 2010) (Figure 7). Les protéines ribosomiques accompagnant 
l’ARNr de 16S sur ses intermédiaires ont été déterminées par spectrométrie de masse. 
L’observation de la cinétique et de l’ordre d’assemblage des protéines ribosomiques montre 
que l’extrémité 5’ de l’ARNr de 16S est maturée rapidement, suivie par son centre. Enfin, la 
maturation de l’extrémité 3’ prend plus de temps (Talkington et al., 2005 ; Mulder et al., 
2010 ; Woodson, 2011). Les 14 intermédiaires d’assemblage de la petite sous-unité du 
ribosome sont divisibles en 4 groupes. Le groupe I présente les étapes précoces 
d’assemblage ; les groupes II et III, les étapes intermédiaires ; et le groupe IV, les étapes 
tardives (Figure 7). Le groupe I rend compte de la mise en place du corps de la petite sous-
unité de 30S et contiendrait les protéines ribosomiques Rps4p, Rps17p, Rps20p (Mulder et 
al., 2010). Le groupe II correspondrait à la mise en place de la plateforme et au début de la 
formation de la tête. Le groupe III montre une forme compacte qui inclut une tête 
partiellement assemblée et un corps moins dense que celui de la sous-unité mature. Le groupe 






principalement au niveau de la tête et des interfaces tête/corps et tête/plateforme. La diversité 
du groupe IV et l’assemblage indépendant des protéines tertiaires Rps10p, Rps14p, Rps2p, 
Rps3p et Rps21p suggèrent l’existence de voies d’assemblage parallèles au niveau de 
l’extrémité 3’ de l’ARNr de 16S (Mulder et al., 2010). 
ii. Structure et assemblage du ribosome eucaryote 
Les rares facteurs intervenant dans la maturation du ribosome procaryote ne sont pas 
essentiels. L’assemblage du ribosome procaryote est conduit par les propriétés intrinsèques 
des ARNr et protéines ribosomiques qui le composent. Le ribosome eucaryote est constitué 
d’un anneau périphérique composé d’extensions de séquence d’ARNr et de protéines 
ribosomiques spécifiques qui entourent une région cœur extrêmement conservée. Il est, donc, 
plus large que son homologue procaryote. Bien que leur structure soit similaire, l’assemblage 
du ribosome eucaryote est bien plus complexe que celui de son homologue procaryote. Il 
requiert l’action coordonnée de plus de 200 facteurs essentiels, qui ne sont pas présents au 
sein du ribosome mature. L’absence d’un de ces facteurs suffit à retarder ou à stopper la 
biogenèse du ribosome et la croissance cellulaire, entraînant la mort de la cellule. La 
reconstitution in vitro du ribosome eucaryote semble donc difficile, malgré des tentatives chez 
Dictostelium discoideum (Mangiarotti and Chiaberge, 1997). Chez les eucaryotes, il existe de 
nombreuses étapes ordonnées et contrôlées de maturation et d’assemblage des sous-unités du 
ribosome. L’acquisition de données de structure est dorénavant essentielle à la compréhension 
des données génétiques et biochimiques, qui ont été acquises sur la biogenèse du ribosome 






B) La biogenèse du ribosome 
La synthèse de ribosomes matures est un processus coûteux pour la cellule mais 
essentiel à sa survie. Le ribosome est un complexe ribonucléoprotéique composé de deux 
sous-unités indépendantes. Chaque sous-unité est constituée d’ARNr et de protéines 
ribosomiques qui ont été maturées, repliées et assemblées grâce au recrutement, à l’action et 
au relargage de plus de 200 facteurs. Nous détaillerons dans cette partie les différentes étapes 
de maturation des sous-unités ribosomiques.  
a. Organisation de l’ADN ribosomique 
i. Organisation de l’ADN ribosomique des eucaryotes 
Chez la majorité des eucaryotes, la séquence appelée ADN ribosomique (ADNr) est 
transcrite par l’ARN Polymérase I (ARN Pol. I) pour former un pré-ARNr contenant les 
séquences des ARNr matures de 18S, 5.8S et 25S/28S, séparés par des séquences 
« espaceurs » internes (ITS1, ITS2) et externes (5’-ETS, 3’-ETS). Ces séquences espaceurs 
vont être éliminées par une série de clivages endo et exonucléolytiques pour libérer les ARN 
ribosomiques matures.  
Des clusters répétés d’ADNr sont répartis sur plusieurs chromosomes (Homme : bras 
court des chromosomes 13, 14, 15, 21 et 22). Ces clusters sont appelés Régions Organisatrice 
du Nucléole (NOR) (Sirri et al., 2008). Les gènes codant pour l’ARNr de 5S sont, quant à 
eux, transcrits de façon indépendante, à la périphérie du noyau pour être importé au sein de 
pré-complexes ribosomiques (Thompson et al., 2003).  
La séquence du transcrit primaire contenant les ARNr mature varie selon l’espèce. La 
divergence des séquences espaceurs suggèrent que la maturation du transcrit primaire peut 
être différente. L’étude individuelle de chaque étape de maturation, au sein de différents 
organismes eucaryotes, montre ainsi que les sites et l’ordre des clivages sont variables selon 
l’espèce. Cependant, des étapes analogues ont été identifiées dans plusieurs organismes 
suggérant que la maturation des ARNr est globalement similaire.  
Au sein de la communauté scientifique, la levure de bière Saccharomyces cerevisiae 
s’est imposée comme un modèle de la biogenèse du ribosome. Il s’agit, en effet, d’un outil 
puissant, facile à manipuler. Dans le reste de cette introduction, je m’attacherais donc à 











Figure 8 : Organisation génomique de l’ADNr chez S. cerevisiae 
(Pr : promoteur ; Tr : terminateur ; IGS1 et IGS2 : régions intergénique ; ITS1 et ITS2 : 
espaceurs internes; 5’-ETS et 3’-ETS : espaceurs externes) 




ii. Organisation de l’ADN ribosomique de Saccharomyces cerevisiae  
Chez Saccharomyces cerevisiae, l’ADN ribosomique (ADNr) est une structure de 9,1 
kilobases, répétée 100 à 200 fois en tandem sur le bras droit du chromosome XII (Petes 1979). 
Ces nombreuses répétitions subissent des évènements de recombinaisons responsables de la 
perte d’un grand nombre de copies d’ADNr. Cependant, un système d’amplification de gène 
peut être utilisé pour compenser cette perte (Kobayashi and Ganley, 2005). Cette région est 
donc extrêmement dynamique en terme de nombre de copies d’ADNr (Pour revue : 
Kobayashi, 2006).  
Seule une partie des répétitions d’ADNr est activement transcrite, la plupart des répétions 
est maintenue dans un état de transcription inactif (Birch and Zomerdjik, 2008). Une souche, 
contenant un nombre réduit de copies d’ADNr (40 copies), montre un niveau d’expression 
d’ARNr et une croissance normale. Dans cette souche, la plupart des copies d’ADNr sont 
actives en transcription. Chaque copie active présente une forte densité d’ARN Polymerase I 
(ARN Pol. I) (French et al., 2003). Cette souche est plus sensible qu’une souche sauvage à des 
agents endommageant l’ADN, tels que la méthyl méthanesulfonate (MMS) ou l’irradiation 
aux UV (Ide et al., 2010). Cela suggère que les répétitions d’ADNr inactives en transcription 
serviraient au maintien de la stabilité du nombre de copies d’ADNr (Ide et al., 2010 ; pour 
revue : Kobayashi, 2011). 
L’organisation de l’ADNr chez Saccharomyces cerevisiae est unique. Chaque unité 
d’ADNr est composée de deux unités de transcription indépendantes et orientées en sens 
inverse. La première, codant pour le précurseur de l’ARNr mature de 5S, est décodée par 
l’ARN polymérase III (ARN Pol. III). La seconde, transcrite par l’ARN Pol. I, code pour le 
pré-ARNr de 35S. Ce transcrit primaire contient les séquences des ARNr matures de 18S, de 
5.8S et de 25S ainsi que des séquences « espaceurs » externes (5’ETS et 3’ETS) et internes 
(ITS1 et ITS2) (Figure 8). Il va subir une cascade de modifications chimiques, de clivages 
endo et exonucléolytiques et d’assemblage de protéines ribosomiques pour aboutir à la 
formation des 2 sous-unités ribosomiques matures. Ces deux unités transcriptionnelles sont 
séparées par des séquences intergéniques (IGS1 et IGS2). 
b. Transcription de l’ADN ribosomique 
Chez Saccharomyces cerevisiae, 75% de l’activité de transcription est requise pour la 










Figure 9 : Organisation tripartite ou bipartite du nucléole de S. cerevisiae 
(A) Organisation tripartite, décrite par Léger-Silvestre et al., 1999, observation en 
microscopie électronique réalisée suite à une cryofixation et une cryosubstitution (* : pore 
nucléaire ; FC : Centre Fibrillaire; DFC : Centre Fibrillaire Dense ; GC : Composé granulaire) 
Echelle : 200 nm (B) Organisation bipartite, décrite par Thiry and Lafontaine, 2005, 
observation en microscopie électronique  réalisée suite à une cryofixation ( Flèche : région 





ARNr et 15% à la transcription des ARNm codants pour les protéines ribosomiques et les 
facteurs. 
i. Le nucléole, sous compartiment nucléaire dédié à la transcription de 
l’ADNr 
Chez Saccharomyces cerevisiae, l’ADNr est transcrit au sein d’un domaine nucléaire 
non membranaire, le nucléole (Figure 9). Ce domaine unique occupe plus d’un tiers du 
volume du noyau. C’est le lieu privilégié de la transcription de l’ADNr et des étapes précoces 
de la biogenèse du ribosome, tels que le recrutement de facteurs, les modifications chimiques 
des pré-ARNr ou les clivages aux sites A0, A1 et A2. Le nucléole est, cependant, un domaine 
pluripotent qui intervient aussi dans le cycle cellulaire, la réponse au stress, l’apoptose ou la 
formation des télomères (Pour revue : Pederson, 2011).  
Sa structure est sujet à controverse chez la levure. Les travaux de Nicole Gas montrent 
que le nucléole de la levure est organisé en 3 régions morphologiques distinctes : (i) les 
centres fibrillaires (FC), qui contiendraient l’ADNr non transcrit ; (ii) les composés fibrillaires 
denses (DFC), sites de transcription de l’ADNr et des étapes précoces de maturation des 
précurseurs des ARNr matures (pré-ARNr) ; (iii) et le composé granulaire (GC), site de 
maturation plus tardif (Léger-Silvestre et al., 1999) (Figure 9A). Le nucléole de la levure 
présenterait donc une organisation similaire à celle des nucléoles de cellules mammifères 
(Stoykova et al., 1985). En revanche, les travaux de Denis Lafontaine décrivent, chez la 
levure, un nucléole bipartite composé d’un réseau fibrillaire (F) contenant l’ADNr sur lequel 
seraient dispersés la machinerie de transcription et les pré-ARNr naissants noyés dans une 
région granulaire (G), lieu de maturation des pré-ARNr (Thiry and Lafontaine 2005) (Figure 
9B). 
ii. Transcription de l’ADNr 
1. Transcription du pré-ARNr de 35S par l’ARN Pol. I. 
Chez Saccharomyces cerevisiae, le gène codant pour le pré-ARNr de 35S est transcrit 
par l’ARN Pol. I. L’ARN Pol. I est un complexe de 590 KDa composé de 14 sous-unités 
(Russell and Zomerdjik, 2006) (Figure 10). Elle est composée d’un cœur catalytique de 10 
sous-unités, conservées chez l’ARN Pol. II et l’ARN Pol. III (Kwapisz et al., 2008). L’ARN 
Pol. I contient aussi un hétéro-dimère spécifique Rpa34p/Rpa49p (Kuhn et al., 2007). Enfin, 





Figure 10 : Recrutement de l’ARNr Pol. I et  initiation de la transcription de l’ADNr chez S. 




Rpc25p/Rpc17p (ARN Pol. III), dont le rôle est encore mal connu (Peyroche et al., 2002). Il 
semble que Rpa43p soit requise pour le recrutement de l’ARN Pol. I sur l’ADNr lors de 
l’initiation de la transcription (Peyroche et al., 2000). 
La région promotrice de l’ADNr se situe entre les positions -155 et +5 par rapport au 
site d’initiation de la transcription (+1). Elle est composée de deux éléments principaux :  le 
cœur du promoteur (CP ; position : -38 à +5), essentiel à l’initiation de la transcription ; et la 
séquence activatrice UE (Upstream Element ; position : -155 à -60), requise pour une forte 
transcription (Figure 8). L’espacement de ses deux éléments est crucial à leur fonction in vivo 
mais la région CP est suffisante pour démarrer la transcription in vitro (Moss et al., 2007).  
a. L’initiation de la transcription de l’ADNr par l’ARN 
Pol. I 
L’initiation de la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I requiert l’utilisation de 11 
facteurs additionnels, répartis en 4 complexes distincts. Elle débute lorsque le complexe 
multiprotéique UAF (Upstream Activating Factor) s’associe de manière très stable à la 
séquence activatrice UE (Figure 10) (Aprikian et al., 2001). Ce complexe est composé de 6 
protéines différentes dont les histones H3 et H4, impliquées dans l’affinité du complexe avec 
l’ADN ; le facteur Uaf30p, dédié à la spécificité de séquence ; et le facteur Rrn9p, qui 
interagit avec la protéine de liaison à une boîte TATA (TBP : TATA Binding Protein) 
(Steffan et al., 1998). La liaison entre la protéine TBP et Rrn9p va permettre le recrutement 
du complexe CF (Core Factor), composé par Rrn6p, Rrn7p et Rrn11p, qui va renforcer 
l’association de la polymérase avec la région promotrice et positionner correctement l’ARN 
Pol. I au site d’initiation de la transcription (Steffan et al., 1996). L’interaction entre Rrn6p et 
Rrn3p permet l’association de cette dernière avec Rpa43p, sous-unité de l’ARN Pol. I, qui 
rendra la polymérase compétente pour la transcription (Peyroche et al., 2000).  
Une fois la transcription initiée, Rrn3p est dissociée du complexe de même que TBP et 
le complexe CF (Milkereit and Tschochner, 1998 ; Aprikian et al., 2001). La dissociation de 
Rrn3p ne semble, cependant, pas requise pour une élongation normale de la transcription par 







Figure 11 : (A) Transcription simultanée de l’ADNr par de nombreuses ARN Pol. I. La 
visualisation, en microscopie électronique, suite à un étalement de chromatine permet 
l’observation de ces structures spécifiques, appelées «Arbre de Miller » (Adapté de French et 
al., 2003) Echelle : 0,4μm (B) Schématisation de l’effet de la déplétion des topoisomérases 
Top1p et Top2p sur la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I (Adapté de French et al., 
2011).  Ainsi dans des conditions sauvages (WT) les topoisomérases semble maintenir 
l’ADNr dans un état topologique relâché. En absence de Top1p, l’accumulation de supers-
enroulements négatifs favorise l’apparition de R-loops (Topo-bubble). Lors de la délétion des 
deux topoisomérases, il semble que l’ARN Pol. I ne puisse pas transcrire plus loin que le 




b. L’élongation de la transcription de l’ADNr par l’ARN 
Pol. I 
La visualisation, en microscopie électronique, de l’ADNr en cours de transcription par 
l’ARN Pol. I, est possible grâce à une technique d’étalement de chromatine en condition 
anionique permettant le relâchement de l’ADN (Miller and Beatty, 1969). L’ADNr en 
transcription est facilement repérable grâce à son organisation unique en cluster d’une 
centaine de répétitions. Il a ainsi été observé que l’ADNr pouvait être transcrit simultanément 
par de nombreuses ARN Pol. I. Chez Saccharomyces cerevisiae, une ARN Pol. I est présente 
environ toutes les 100 paires de bases (French et al., 2003) (Figure 11). En condition 
sauvage, l’observation de ces structures montre que les gènes actifs sont associés à une 
centaine de transcrits dont la taille augmente au fur et à mesure que l’on s’éloigne de la région 
promotrice, en amont du gène.  
Le processus d’élongation de la transcription est un mécanisme encore mal connu 
(Moss et al., 2007). Cependant, quelques clés de sa régulation ont pu être déterminées. Spt4p, 
facteur d’élongation de l’ARN Pol. II, s’associe physiquement à l’ARN Pol. I et à l’ADNr. Sa 
déplétion entraîne un défaut de maturation des ARNr, suggérant que l’élongation de la 
transcription par l’ARN Pol. I est lié à la maturation des ARNr (Schneider et al., 2006). Nous 
reviendrons sur ce point plus loin dans l’introduction. Le complexe Paf1C semble, lui, jouer 
un rôle de régulateur positif de l’élongation par l’ARN Pol. I puisque son inactivation 
entraine, in vivo, un défaut d’élongation de la transcription (Zhang et al., 2009). Enfin, il 
semble que les topoisomérases jouent un rôle important dans la régulation de l’élongation de 
la transcription de l’ADNr. Il a été montré que la déplétion de la topoisomérase Top2p dans 
une souche dépourvue de la topoisomérase Top1p entraîne la perte totale de la transcription 
de l’ADNr (El Hage et al., 2010 ; French et al., 2011). Il a donc été proposé que la 
transcription par l’ARN Pol. I entraîne l’apparition de super-enroulements positifs en amont 
de la polymérase et que ce stress topologique nécessite le relâchement de l’ADNr par l’action 
des topoisomérases (Figure 11). 
c. La terminaison de la transcription de l’ADNr par l’ARN 
Pol. I 
Le transcrit naissant peut être clivé co-transcriptionnellement 14 nucléotides (nt) ou 
49nt en aval de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 25S (Kufel et al., 1999). L’endonucléase Rnt1p 






Figure 12 : Mécanisme de « torpille » permettant la terminaison de la transcription de 
l’ADNr par l’ARN Pol. I. 
(A) un clivage co-transcriptionnel du pré-ARNr de 35S par l’endonucléase Rnt1p au niveau 
d’une structure tige-boucle de l’espaceur externe 3’-ETS permet le recrutement de 
l’exonucléase 5’-3’ Rat1p sur le transcrit en cours de transcription pour sa dégradation 
jusqu’à l’ARN Pol. I mise en pause par l’association de Reb1p sur l’ADNr et permettre sa 
dissociation. L’ARN Pol. I peut être mise en pause à deux sites différents appelés T1 et T2. 
(Adapté Braglia et al., 2010(1)) (B) En l’absence d’un clivage co-transcriptionnel par 
l’endonucléase Rnt1p, il semble qu’une autre endonucléase puisse clivé le pré-ARNr co-
transcriptionnellement au site de terminaison T1 et permettre le recrutement de Rat1p pour le 




extrémité 3’ variable (Figure 12). Après ce clivage, l’ARN Pol. I poursuit la transcription de 
l’ADNr. Deux sites majeurs de terminaison de la transcription ont été caractérisés. Le site 
majeur d’arrêt de la transcription est situé 93nt en aval de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 25S 
(site T1). Le second site de terminaison se trouve à 250 nt de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 25S 
(site T2). Il s’agit d’un site de secours, au cas où l’arrêt de la transcription serait inefficace au 
site T1. Reb1p s’associe à l’ADN aux positions T1 et T2 (Reeder et al., 1999). Il a été proposé 
que l’association de la protéine à l’ADN servirait de barrière à la progression de la machinerie 
de transcription et faciliterait sa dissociation.  
Rat1p est une exonucléase 5’-3’, requise pour la maturation de différents ARN non 
codants (Henry et al., 1994 ; Petfalski et al., 1998). La déplétion de cette exonucléase entraîne 
l’accumulation d’ARNs non codants qui s’étendent du site de clivage de Rnt1p (+14nt ou 
+49nt) jusqu’au-delà du site T1 (El Hage et al., 2008). Dans ces conditions, l’efficacité de la 
terminaison de la transcription est considérablement réduite. La même étude montre que 
l’activité catalytique de Rat1p est requise pour la terminaison de la transcription par l’ARN 
Pol. I (El Hage et al., 2008). L’ensemble de ces résultats a permis aux auteurs de proposer un 
modèle de terminaison de la transcription. Ce modèle suggère que la libération du pré-ARNr 
de 35S après le clivage co-transcriptionnel de Rnt1p permettrait le recrutement de Rat1p sur 
l’extrémité 5’ de l’ARN en cours de transcription. L’exonucléase dégraderait cet ARN jusqu’à 
la position +93nt ou +250nt où l’élongation de la transcription serait bloquée par l’association 
de Reb1p avec l’ADNr. Cela conduirait à un mécanisme en « torpille » induisant l’arrêt de la 
transcription par la dissociation de l’ARN Pol. I  de l’ADNr (El Hage et al., 2008 ; Kawauchi 
et al., 2008).  
La déplétion de Rnt1p entraîne l’accumulation d’un ARN stable constitué de l’ARNr 
de 25S étendu à son extrémité 3’ jusqu’au site de terminaison T1 (Braglia et al., 2010 (1)). Il a 
donc été proposé qu’en absence de Rnt1p, un clivage de sauvegarde serait mis en place à la 
position +93nt (Braglia et al., 2010 (1)). Il a été montré que le site T2 est le site majoritaire de 
terminaison de la transcription, en absence de Rnt1p (Reeder et al., 1999). En absence de 
Rnt1p, le mécanisme de « torpille » initié par Rat1p, permettrait donc la terminaison de la 
transcription au site T2, second site de fixation de Reb1p (Figure 12).   
2. Transcription de l’ARNr de 5S par l’ARN Pol. III. 
Chez les eucaryotes, l’ARNr de 5S, l’un des composants nucléiques de la grande sous-






and Kassavetis, 2001). L’ARN Pol.III est aussi responsable de la transcription de nombreux 
ARNs non-codants, tels que les ARNt ou des petits ARN nucléaires (snARN). 
Chez Saccharomyces cerevisiae, les gènes codant pour l’ARNr de 5S se situent à 
proximité des gènes codants pour le pré-ARNr de 35S, au sein du cluster d’ADNr, indiquant 
que sa localisation est nucléolaire. Cette localisation des gènes codant pour l’ARNr de 5S 
reste spécifique à la levure. Chez la plupart des eucaryotes, la localisation chromosomique des 
gènes codant pour l’ARNr de 5S n’est pas contiguë à celle des gènes codant pour le pré-ARNr 
de 35S. Des expériences d’hybridation in situ ont, cependant, montré que les clusters de gènes 
codant pour l’ARNr de 5S sont préférentiellement localisés au nucléole ou à sa périphérie. 
C’est le cas pour le petit pois (Pisum sativum), pour la drosophile (Drosophila melanogaster) 
ou pour l’homme (Highett et al., 1993 ; Ananiev et al., 1977 ; Matera et al., 1995 ; Pour 
revue : Haeusler and Engelke, 2006). Leurs localisations suggèrent que la transcription de ces 
gènes par l’ARN Pol. III est nucléolaire. 
La mobilisation de l’ARN Pol. III au site d’initiation de la transcription du gène 
codant pour l’ARNr de 5S nécessite l’action coordonnée de trois facteurs de transcription 
(TFIIIA, TFIIIB, TFIIIC). TFIIIA reconnaît spécifiquement le promoteur interne de l’ARNr 
de 5S et permet le recrutement du facteur TFIIIC sur la région promotrice du gène. Le 
recrutement préalable des facteurs TFIIIA et TFIIIC est requis pour la mobilisation de TFIIIB. 
Ce facteur de transcription est composé de la TBP (TATA Binding Protein), de Brf1p et de 
Bdp1p (Geiduschek and Kassavetis, 2001). La TBP va s’associer à la région promotrice du 
gène et positionner correctement le facteur TFIIIB. Ensuite, l’interaction entre Brf1p et 
Rpc6p, une sous-unité de l’ARN Pol. III, va permettre le recrutement de la polymérase, 
initiant ainsi la transcription de l’ARNr de 5S (Kassavetis et al., 1990 ; Werner et al., 1993 ; 
Kenneth et al., 2008). La reconnaissance d’une séquence signal de 5 T consécutifs par l’ARN 
Pol. III marque la terminaison de la transcription et la dissociation de la polymérase (Braglia 
et al., 2005).  
L’extrémité 5’ de l’ARNr de 5S correspond au site d’initiation de la transcription et ne 
nécessite donc pas d’événement de maturation supplémentaire. En revanche, l’extrémité 3’ du 
pré-ARNr de 5S est étendue d’environ 10 à 15 nt supplémentaires par rapport à la séquence 
de l’ARNr de 5S mature. Ces nucléotides supplémentaires seront éliminés par l’exonucléase 
Rex1p (Van Hoof et al., 2000). Une fois maturé, l’ARNr de 5S sera incorporé au précurseur 







Figure 13 : 2’-O-méthylation et pseudouridylation du pré-ARNr de 35S. 
(A) Réaction chimique de méthylation en 2’-O des riboses. Constitution des snoARN de type 
C/D et appariement avec le pré-ARNr (en rose).  Disposition des protéines cœurs des snoRNP 
de type C/D.  (B) Réaction chimique de pseudouridylation. Constitution des snoARN de type 
H/ACA et appariement avec le pré-ARNr (en rose). Disposition des protéines cœurs des 
snoRNP de type H/ACA. Dans tous les cas, l’étoile représente la position du nucléotide du 




l’aide des facteurs d’assemblage Rpf2p et Rrs1p, comme nous le détaillerons plus loin (Zhang 
et al., 2007). 
c. Maturation du pré-ARNr de 35S. 
i. Modifications chimiques des ARNr 
Les pré-ARNr subissent de nombreuses modifications post-transcriptionnelles, 
majoritairement des méthylations et des pseudouridylations. Les nucléotides modifiés sont 
regroupés au sein de régions des ARNr qui sont essentielles à la fonction du ribosome, tel que 
le centre peptidyl transférase (Decatur and Fournier, 2002). Ces modifications sont effectuées, 
dans le nucléole, par de petites particules ribonucléoprotéiques nucléolaires, les snoRNPs. La 
plupart de ces particules peuvent être classée en fonction des motifs conservés (boîte) du petit 
ARN nucléolaire (snoARN) qui les composent. Ainsi, on observe 2 classes de snoRNPs : les 
snoRNPs de type C/D (snoRNP C/D), responsables des méthylations en 2’-O des riboses, et 
les snoRNPs de type H/ACA (snoRNP H/ACA), responsables de l’isomérisation des uridines 
en pseudouridines (Pour revue : Reichow et al., 2007). 
1. La méthylation ciblée de différents nucléotides des ARNr. 
Chez Saccharomyces cerevisiae, 54 méthylations sont effectuées, par des snoRNPs 
C/D, sur le pré-ARNr. Chaque snoRNP C/D est composée d’un snoARN spécifique, qui guide 
le snoRNP sur sa séquence cible du pré-ARNr, et de quatre protéines « cœur » : Snu13p, 
Nop1p, Nop56p et Nop58p. 
Chaque snoARN C/D contient deux motifs conservés, les boîtes C et D. La boîte C 
(consensus : RUGAUGA) se situe à proximité de l’extrémité 5’ du snoARN. La boîte D 
(consensus : CUGA) se situe à proximité de l’extrémité 3’ du snoARN. Cependant, la plupart 
des snoARNs C/D contiennent deux autres boîtes, C’ et D’, conservées. Les boîtes C’ et D’ se 
situent dans la région centrale du snoARN et peuvent, elles aussi, être responsables de 
méthylations. La structure secondaire des snoARNs C/D est déterminée par un appariement 
de paires de base des extrémités du snoARN. Ainsi, les 4 domaines conservés se trouvent 
regroupés au sein d’une bulle interne reliant deux tiges courtes (Figure 13). L’appariement 
des deux extrémités du snoARN permet aussi la formation d’une structure secondaire 
spécifique à la base de la bulle, le motif « kink-turn » (K-turn). L’introduction de mutations 
ponctuelles au sein de ce motif entraîne une diminution de l’accumulation du snoARN et une 






suggère que le motif K-turn est requis pour la production de snoRNPs C/D compétentes. Ce 
motif extrêmement conservé du snoARN est un site de fixation de protéine. Sa structure 
secondaire correspond à une structure tige-bulle-tige, où la première tige est reliée à la 
seconde par une bulle asymétrique composée de 3 nt (consensus : NRU) (Klein et al., 2001).  
Un appariement spécifique de 10 à 20 nt entre le pré-ARNr et le snoARN se fait en 
amont de la boîte D ou de la boîte D’. La réaction de méthylation a lieu 5 nucléotides en 
amont de la séquence consensus CUGA (Figure 13) (Kiss-Laszlo et al., 1996 ; Kiss-Laszlo et 
al., 1998). L’expression in vivo d’un snoARN artificiel, comportant la séquence « anti-sens » 
d’un ARN quelconque est suffisante pour diriger la méthylation de cet ARN à la position 
prédite (Cavaillé et al., 1996). Cela suggère que la complémentarité de séquence entre le 
snoARN et le pré-ARNr détermine la position du nucléotide cible. En absence de Nop1p, on 
observe l’accumulation de pré-ARNr non méthylés et de snoARNs non maturés. La protéine 
semble donc requise pour la production des snoRNPs C/D compétentes pour la méthylation 
(Tollervey et al., 1991 ; Tollervey et al., 1993). La structure de l’homologue archée de Nop1p 
a été déterminée chez Methanococcus jannaschii. Elle montre une forte homologie de 
structure entre la protéine et des enzymes connues pour catalyser le transfert de groupement 
méthyl (Wang et al., 2000). Il est largement admis que Nop1p est la méthyltransférase qui 
porte l’activité catalytique des snoRNPs C/D. 
Le recrutement des protéines du cœur des snoRNPs sur le snoARN est initié co-
transcriptionnellement et requise pour la maturation, la stabilité et la localisation nucléolaire 
des snoARNs (Tollervey and Kiss, 1997 ; Morlando et al., 2004 ; Hirose et al., 2003 ; Pour 
revue : Reichow et al., 2007). Dans un premier temps, Snu13p s’associe au motif K-turn 
(Szewczak et al., 2002). Cette interaction permet le recrutement des autres protéines au sein 
de la snoRNP, suggérant que Snu13p est requise pour la production d’une snoRNP 
compétente. Nop56p et Nop58p sont requises pour l’activité catalytique des snoRNPs C/D 
ainsi que pour leur localisation nucléolaire (Verheggen et al., 2001 ; Gautier et al., 1997 ; 
Lafontaine and Tollervey, 2000). La détermination des sites d’interaction entre les snoARN 
C/D et les protéines Nop56p et Nop58p suggère un rôle de ces protéines dans la liaison du 
snoARN à l’ARN cible (vanNues et al., 2011). 
2. La pseudouridylation ciblée de différents nucléotides des ARNr. 
Chez Saccharomyces cerevisiae, 45 pseudouridylations sont effectuées par des 






snoARN H/ACA spécifique, qui cible le nucléotide à modifier, et de quatre protéines 
« cœur » : Cbf5p, Gar1p, Nhp2p et Nop10p. 
Les snoARNs H/ACA partagent une structure secondaire commune (Figure 13). Ils 
sont composés de deux structures en épingles à cheveux reliés par une séquence charnière 
simple brin comprenant la boîte H (consensus :  ANANNA). La seconde épingle à cheveux 
est suivie d’une courte extension simple brin contenant la boîte ACA, toujours situé 3 
nucléotides en amont de l’extrémité 3’ du snoARN (Balakin et al., 1996 ; Ganot et al., 1997 ; 
Ni et al., 1997). L’intégrité des boîtes H et ACA est requise pour l’accumulation des snoRNPs 
dans la cellule (Bortolin et al., 1999). Chaque épingle à cheveux contient une bulle interne, 
composée d’environ 20 nt, et qui forme une « poche de pseudouridylation », dont les 
séquences latérales sont complémentaires aux régions cibles du pré-ARNr (Ganot et al., 
1997). Chaque « poche de pseudouridylation » possède un domaine catalytique fonctionnel.  
L’appariement entre le snoARN H/ACA et sa séquence complémentaire sur le pré-
ARNr permet de positionner l’uridine à modifier à proximité du site catalytique de la 
pseudouridine synthase des snoRNPs H/ACA (Lafontaine et al., 1998 ; Cadwell et al., 1997 ; 
Zebarjadian et al., 1999). Le site de pseudouridylation se situe 14 à 16 nt en amont des boîtes 
H ou ACA. La structure du complexe aCBF5-aNOP10 archée, homologue de Cbf5p et 
Nop10p, a été déterminée chez M. jannaschii et P. abyssi (Hamma et al., 2005 ; Manival et 
al., 2006). Elle révèle une homologie de structure entre CBF5 et TruB, une pseudouridine 
synthase de E. coli. CBF5 serait donc l’entité catalytique des snoRNPs H/ACA. CBF5 est une 
protéine composée de deux domaines fonctionnels distincts, un domaine PUA et un cœur 
catalytique commun à toutes les pseudouridines synthases (Hamma and Ferre-d’Amare, 
2006). Des études cristallographiques ainsi que des analyses fonctionnelles in vitro montrent 
que le domaine PUA est requis pour le recrutement de la protéine sur le snoRNA guide grâce 
à une interaction entre ce domaine et la boîte ACA (ANA chez les archées) (Hamma et al., 
2005 ; Baket et al., 2005 ; Charpentier et al., 2005 ; Li and Ye, 2006). Les structures 
cristallines des protéines « cœur » des snoRNP H/ACA de la levure Saccharomyces 
cerevisiae ainsi que d’une partie des snoARN guides ont été déterminées récemment 
suggérant que les snoRNPs H/ACA archées et eucaryotes présente une différence structurale 
majeure dans une région autour d’une tige du snoARN guide (Ye et al., 2011 ; Koo et al., 













En absence d’ARN, les protéines Gar1p et Nop10p s’associent indépendamment à 
Cbf5p pour former un hétéro-trimère (Rashid et al., 2006). Il semble donc que l’association 
préalable de Cbf5p soit requise pour le recrutement des protéines Gar1p et Nop10p. Chez les 
eucaryotes, la biogenèse des snoRNPs H/ACA est un processus complexe qui requiert 
l’utilisation de plusieurs facteurs (Kiss et al., 2006 ; Matera et al., 2007). Chez la levure, 
l’assemblage des protéines cœurs sur le snoARN se fait co-transcriptionnellement et requiert 
l’utilisation de facteurs, tels que les protéines Naf1p ou Shq1p (Dez et al., 2002 ; Fatica et al., 
2002 ; Ballarino et al., 2005 ; Yang et al., 2005 ; Pour revue : Kiss et al., 2010). Gar1p est une 
protéine essentielle, nucléolaire et requise pour la production de l’ARNr de 18S (Girard et al., 
1992). Sa déplétion induit l’absence totale de pseudouridylation sur le pré-ARNr bien que les 
snoARNs de type H/ACA s’accumulent dans la cellule (Bousquet-Antonelli et al., 1997). 
Cela suggère que Gar1p participe à la stabilisation des interactions entre les snoARNs et le 
pré-ARNr. Nhp2p et Nop10p sont des protéines nucléolaires requises pour l’accumulation des 
snoRNPs H/ACA. Leur absence induit un défaut de maturation du pré-ARNr de 35S et inhibe 
la production de l’ARNr de 18S (Henras et al., 1998 ; Lafontaine et al., 1998). 
ii. Clivages précoces entrainant la séparation des précurseurs de la petite 
et de la grande sous-unité du ribosome. 
Le pré-ARNr de 35S s’associe précocement avec le snoARN U3 et de nombreux 
facteurs pour former une particule pré-ribosomique spécifique, appelée SSU Processome (ou 
particule de 90S) (Dragon et al., 2002 ; Grandi et al., 2002 ; Pour revue : Phipps et al., 2011). 
La formation de cette particule est requise pour les clivages du pré-ARNr de 35S aux sites 
A0, A1 et A2. Ces clivages permettent la formation des pré-ARNr de 20S et de 27SA2 
(Figure 14). Le pré-ARNr de 20S est le précurseur de l’ARNr de 18S. Le pré-ARNr de 
27SA2 est un précurseur des ARNr de 25S et de 5.8S.  
1. La formation du SSU Processome est requise pour les clivages 
du pré-ARNr de 35S. 
Les protéines Pwp2p, Enp1p, Nop14p, Krr1p, Kre31p, Utp10p, Bud21p, Noc4p, 
Rrp9p, Utp6p, Utp22p, Utp9p, sont des facteurs nucléolaires requis pour la maturation des 
ARNr. Elles co-sédimentent au sein d’une particule de 90S et co-immunoprécipitent avec le 
pré-ARNr de 35S et le snoARN U3 (Grandi et al., 2002). La détermination de leurs 
interactions préférentielles, par purification d’affinité en tandem, montre qu’elles font parties 
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protéines, on retrouve des protéines qui s’associent avec le snoARN U3 (Nop56p, Nop58p, 
Sof1p, Rrp9p, Dhr1p, Imp3p, Imp4p et Mpp10p) (Grandi et al., 2002). Le snoARN U3 est le 
composant nucléique d’un snoRNP C/D qui ne guide aucune des méthylations connues du 
pré-ARNr (Watkins et al., 2000). En l’absence du snoARN U3, on observe l’accumulation 
d’un pré-ARNr de 23S (Venema and Tollervey, 1999). Ce pré-ARNr aberrant résulte d’un 
clivage direct du pré-ARNr de 35S au site de clivage A3 (Figure 14). Son accumulation 
suggère un défaut des clivages aux sites A0, A1 et A2. La détermination du complexe 
contenant le snoARN U3 a été réalisé par la purification simultanée de deux protéines 
marquées : Nop58p, purification des snoRNPs C/D et Mpp10p, purification de la snoRNP U3 
(Dragon et al., 2002). Cette purification a permis de déterminer un complexe 
ribonucléoprotéique de 2,2 MD, le SSU Processome. La plupart des protéines constituant le 
SSU Processome sont identiques à celles qui constituent la particule de 90S, suggérant qu’il 
doit s’agir du même complexe.  
Le SSU Processome est composé du snoARN U3 et d’au moins 72 protéines non-
ribosomiques (Pour revue : Phipps et al., 2011) (Table 1). Les protéines qui constituent le 
SSU processome sont (i) nucléolaires ; (ii) co-immunoprécipitent avec le snoARN U3, le pré-
ARNr de 35S ou la protéine du SSU Processome Mpp10p ; (iii) sont requises pour la 
maturation de l’ARNr de 18S et par conséquent de la petite sous-unité du ribosome. La 
déplétion individuelle de chacune de ses protéines entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 
35S et du pré-ARNr aberrant de 23S. Cela suggère que la formation correcte du SSU 
Processome est requise pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. Ces clivages sont essentiels 
pour la formation des pré-ARNr de 20S et de 27SA2, précurseurs des ARNr matures. 
L’assemblage du SSU Processome est un processus complexe qui requiert le recrutement 
ordonné de modules préformés (UTPA, UTPB, UTPC, snoRNP U3, MPP10) contenant les 
facteurs du SSU Processome (Table 1). Ce processus sera détaillé plus loin dans 
l’introduction. 
2. Clivages endonucléolytiques aux sites A0, A1 et A2 
Rat1p est une exonucléase 5’-3’ impliquée dans la biogenèse du ribosome. En son 
absence, on observe l’accumulation des intermédiaires de clivage A0-A1, 5’ETS-A1 et D-A2 
(Venema and Tollervey, 1999). Cela suggère que les clivages aux sites A0, A1 et A2 sont 
endonucléolytiques. La déplétion individuelle de chacun des 72 facteurs qui composent le 






2011). Cela suggère que chacune de ces protéines est requise pour les clivages aux sites A0, 
A1 et A2. Les domaines spécifiques permettant de caractériser les endonucléases putatives 
restent encore difficiles à caractériser. Chacun des facteurs qui constituent le SSU Processome 
pourrait être l’endonucléase potentiellement responsable d’un clivage aux sites A0, A1 et/ou 
A2.   
La protéine Utp24p est un facteur du SSU Processome. Sa déplétion entraîne une forte 
accumulation du pré-ARNr de 23S, suggérant que la protéine est requise lors des clivages aux 
sites A0, A1 et A2 (Bleichert et al., 2006 ; Rempola et al., 2006). La protéine possède un 
domaine conservé PINc (PilT N Terminus) aussi présent chez les endonucléases Nob1p, 
responsable du clivage au site D, et Rrp44p, constituant de l’exosome (Bleichert et al., 2006 ; 
Fatica et al., 2004 ; Mitchell et al., 1997). Il a donc été proposé que Utp24p pouvait être 
l’endonucléase responsable des clivages aux sites A0, A1 et A2. Des mutations ponctuelles, 
altérant le domaine PINc de la protéine, entraînent l’accumulation d’un pré-ARNr aberrant de 
22S, résultant d’un clivage direct du pré-ARNr de 33S au site A3 (A0-A3) (Figure 14). Cela 
suggère qu’en l’absence Utp24p, seuls les clivages aux sites A1 et A2 seraient inhibés. 
Utp24p pourrait donc être l’endonucléase requise pour ces clivages et sa fonction catalytique 
serait portée par le domaine PINc (Bleichert et al., 2006).  
Rcl1p est une protéine nucléolaire conservée chez les eucaryotes. Elle est recrutée, au 
sein du SSU processome, par la protéine Bms1p, une GTPase requise, elle aussi, pour la 
maturation du pré-ARNr de 35S (Billy et al., 2000 ; Wegierski et al., 2001 ; Karbstein and 
Doudna, 2006). Il a été montré in vitro que la protéine recombinante Rcl1p de S. cerevisiae, 
purifiée chez E. coli, clivait des transcrits artificiels mimant le pré-ARNr contenant le site de 
clivage A2 de façon site-spécifique et générait des produits identiques à ceux obtenus in vivo 
(Horn et al., 2011). De plus, des mutations ponctuelles de Rcl1p abolissent le clivage au site 
A2 in vivo et in vitro. Ces résultats indiquent que Rcl1p est bien l’endonucléase responsable 
du clivage au site A2. Rcl1p reconnaît la séquence C/ACAC où / représente le site de clivage 
(Horn et al., 2011). La détermination de la structure de Rcl1p a permis de déterminer que le 
site actif de la protéine présente une poche suffisamment large pour accueillir le di-nucléotide 
CA et, qu’à l’une des extrémités de cette poche, un motif RDxK servirait de site de fixation 
du pré-ARNr en 3’ du site de clivage (Tanaka et al., 2011). 
Les coupures aux sites A1 et A2 semblent liées. En effet, toutes les mutations 






 A2, comme le montre l’étude de la protéine Utp24p (Bleichert et al., 2006). En revanche, il 
est possible de bloquer le clivage au site A2 sans perturber le clivage au site A1 (Torchet and 
Hermann-LeDenmat, 2000). Si des résultats préalables semblaient indiquer que les deux sites 
étaient clivés par la même endonucléase, la caractérisation de Rcl1p montre que ce n’est pas 
le cas. On peut en déduire que le clivage au site A1, putativement réalisé par Utp24p, est 
requis pour le clivage au site A2 par Rcl1p. Il est possible d’envisager qu’avant le clivage au 
site A1, le pré-ARNr ne soit pas dans une conformation requise pour un clivage au site A2. 
d. Maturation et exportation de la petite sous-unité du ribosome. 
Le précurseur de la petite sous-unité du ribosome (pré-40S) se compose du pré-ARNr 
de 20S, de la plupart des protéines ribosomiques (Rps) et de quelques facteurs de maturation 
(Ferreira-Cerca et al., 2005 ; Pour revue : Henras et al., 2008 ; Karbstein, 2011). Si Dim1p, 
Dim2p, Enp1p, Hrr25p, Nob1p, Prp43p, Rrp12p et Tsr1p étaient déjà associés à la particule 
de 90S, les facteurs Rio1p, Rio2p, Ltv1p et Pfa1p s’associent après le clivage au site A2 
(Schafer et al., 2003). La plupart des composants du SSU Processome doivent donc être 
dissociées après les clivages aux sites A0, A1 et A2. Cela permettra l’assemblage des facteurs 
tardifs requis pour la maturation de la pré-40S qui rendront le précurseur compétent pour son 
exportation. 
i. L’exportation du précurseur de la petite sous-unité du ribosome 
Les particules pré-ribosomiques assemblées dans le nucléoplasme sont transportées 
dans le cytoplasme, à travers les pores nucléaires. Les pores nucléaires sont de grandes 
structures, composées de nucléoporines, intégrées à la membrane nucléaire. La plupart des 
nucléoporines contiennent des répétitions phénylalanine-glycine (FG). Il est généralement 
admis que ces répétitions permettraient la formation d’un maillage hydrophobe empêchant le 
passage de complexes non-associés à des facteurs d’exportation. L’altération de la 
nucléoporine Nup82p entraîne la rétention nucléaire des particules pré-ribosomiques (Gleizes 
et al., 2001). Inversement, l’altération des nucléoporines Nup84p et Nup85p n’ont pas 
d’impact sur l’exportation des particules pré-ribosomiques. Il semble donc qu’un groupe 
spécifique de nucléoporines soit requis pour l’exportation des particules pré-ribosomiques. 
L’exportation unidirectionnelle des particules pré-ribosomiques est un processus de 
diffusion facilitée. Dans le noyau, le facteur Gsp1p-GTP favorise l’interaction entre une 





Figure 15 : Schématisation des voies d’export des précurseurs de la petite et de la grande 




complexe compétent à travers les pores nucléaires. Le récepteur d’exportation reconnaît une 
séquence d’export nucléaire (NES) sur la particule qui doit être exportée. Dans le cytoplasme, 
l’hydrolyse du GTP par Gsp1p est activée par la protéine Rna1p. Cela entraîne la dissociation 
de la particule pré-ribosomique et de Gsp1p-GDP, qui sera recyclé dans le noyau pour 
l’exportation d’une nouvelle particule (Moy and Silver, 2002) (Figure 15). Chez 
Saccharomyces cerevisiae, la protéine Crm1p a été caractérisée comme un récepteur 
d’exportation pour les complexes contenant une NES riche en leucine (Stade et al., 1997). Sa 
déplétion entraîne l’accumulation de la particule pré-40S dans le noyau (Moy and Silver, 
2002). Cela suggère que Crm1p est le récepteur d’export requis pour l’exportation de la pré-
40S dans le cytoplasme.  
Ltv1p est un facteur qui s’associe à la pré-40S dans le nucléoplasme. Sa déplétion 
entraîne l’accumulation de la particule pré-ribosomique dans le noyau, indiquant que la 
protéine est requise pour son exportation (Seiser et al., 2006). Un crible double hybride 
montre que Ltv1p interagit directement avec Crm1p (Ito et al. 2001, Neuber et al. 2008). De 
plus, Ltv1p contient une région riche en leucine proche d’une NES. L’absence de cette NES 
putative entraîne l’accumulation de la pré-40S dans le noyau (Fassio et al., 2010). Cela 
suggère que Ltv1p serait porteur de la NES qui permettrait à la pré-40S d’interagir avec 
Crm1p afin de la rendre compétente pour son exportation.  
D’autres facteurs que Ltv1p s’associent tardivement à la pré-40S et sont exporté dans 
le cytoplasme. Ainsi, Tsr1p est aussi un facteur qui s’associe à la pré-40S dans le 
nucléoplasme (Gelperin et al., 2001). La protéine est localisée majoritairement dans le 
nucléole (Huh et al., 2003). Or en l’absence de la NES putative de Ltv1p, sa localisation est 
cytoplasmique (Fassio et al., 2010). Cela suggère que cette séquence n’est pas requise pour 
l’export du pré-40S mais pour sa maturation cytoplasmique. Le défaut d’exportation observé 
en l’absence de la NES putative de Ltv1p ne serait donc que la conséquence d’un défaut de 
maturation cytoplasmique. Ce défaut de maturation entrainerait la rétention cytoplasmique 
des facteurs requis dans le nucléole pour l’exportation de la pré-40S (Fassio et al., 2010). La 
protéine qui porte la NES requise pour l’exportation de la pré-40S reste donc à déterminer.  
ii. La maturation cytoplasmique de la petite sous-unité du ribosome 
Dans le cytoplasme, au sein de la pré-40S, le pré-ARNr de 20S va être di-méthylé, aux 
positions A1779 et A1780, puis clivé au site D pour former l’ARNr mature de 18S. La 







Figure 16 : Maturation cytoplasmique de la petite sous-unité du ribosome. Adapté de Zemp 




protéines ribosomiques conduiront à la production d’une petite sous-unité ribosomique 
compétente pour la traduction.  
La protéine Dim1p est un facteur tardif de la pré-40S. Elle catalyse la di-méthylation 
de deux adénosines (A1779 et A1780) du pré-ARNr de 20S (Brand et al., 1977 ; Lafontaine et 
al., 1994). Ces deux méthylations se situent à l’extrémité 3’ de la séquence de l’ARNr de 18S. 
Une souche portant une mutation de Dim1p empêchant la di-méthylation du pré-ARNr de 
20S, montre un phénotype de croissance sauvage. De plus, cette souche montre une 
maturation normale des pré-ARNr (Lafontaine et al., 1995). Cependant, la petite sous-unité 
produite dans cette souche mutée pour Dim1p semble inactive pour la traduction in vitro. Il 
est donc généralement admis que la di-méthylation du pré-ARNr de 20S est requise pour 
l’acquisition d’une petite sous-unité ribosomique compétente pour la traduction (Lafontaine et 
al. 1998) (Figure 16A).  
La déplétion individuelle des kinases Rio1p et Rio2p, de l’ATPase Fap7p, ainsi que 
l’hélicase de Prp43p et son cofacteur de Pfa1p entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 20S 
(Vanrobays et al., 2003 ; Granneman et al., 2005 ; Pertschy et al. 2009). Cela  suggère que ces 
protéines sont requises pour le clivage du pré-ARNr au site D, permettant la formation de 
l’ARNr de 18S. La déplétion de Nob1p entraîne aussi l’accumulation du pré-ARNr de 20S. 
Des comparaisons de séquence montrent que la protéine contient un domaine conservé PIN. 
Ce domaine est aussi présent chez d’autres nucléases, tel que Rrp44p, une exonucléase de 
l’exosome (Mitchell et al., 1997). Une souche contenant une mutation ponctuelle du domaine 
PIN de Nob1p montre une sévère diminution de la croissance et l’accumulation du pré-ARNr 
de 20S (Fatica et al., 2004). Il a été montré que Nob1 se lie, in vivo, au pré-ARNr de 20S et 
protège un grand nombre de nucléotides regroupés autour du site de clivage D (Lamanna and 
Karbstein, 2009). Il a, de plus, été montré, in vitro, que l’interaction entre le pré-ARNr de 20S 
et Nob1p au niveau du site de clivage D se faisait par l’intermédiaire du domaine PIN. Enfin, 
il a été montré Nob1p catalyse le clivage au site D, in vitro (Pertschy et al., 2009). 
L’ensemble de ces résultats suggère que Nob1p serait l’endonucléase responsable du clivage 
du pré-ARNr de 20S au site D (Figure 16B).   
Rio2p est un facteur tardif de la pré-40S, qui s’associe au préribosome dans le 
cytoplasme. La purification du complexe contenant Rio2p-TAP a permis de déterminer la 
structure de la pré-40S cytoplasmique, par cryo-microscopie électronique (Strunk et al., 






unité ribosomique mature montre que la disposition des 7 facteurs tardifs de la pré-40S 
empêche la fixation des facteurs d’initiation de la traduction et l’ouverture de la chaîne 
d’ARN messager. Ceci bloquerait le recrutement de la grande sous-unité et empêcherait la 
formation de ribosomes immatures qui seraient soumis à dégradation (Soudet et al., 2010). Au 
sein de la pré-40S, la protéine ribosomique Rps3p forme un complexe instable avec les 
protéines Ltv1p et Enp1p, deux facteurs de maturation tardifs. Au sein de la petite sous-unité 
du ribosome, Rps3p se situe à la base du bec de la petite sous-unité du ribosome (Schafer et 
al., 2006). Lors des étapes finales de maturation de la petite sous-unité du ribosome, Rps3p 
change de position (Schafer et al., 2006 ; Strunk et al., 2011). La déplétion de Hrr25p, facteur 
de la pré-40S, inhibe la phosphorylation des protéines Rps3p, Ltv1p et Enp1p et l’intégration 
correcte de Rps3p au sein de la petite sous-unité (Schafer et al., 2006). Les auteurs proposent 
que la phosphorylation du complexe Ltv1p/Enp1p/Rps3p par Hrr25p serait requise pour 
l’export de la pré-40S. Ensuite la déphosphorylation de ce complexe, dans le cytoplasme, 
permettrait le relargage des facteurs de maturation Ltv1p et Enp1p ainsi que le 
positionnement final de Rps3p, conduisant à la formation du bec (Figure 16C).  
Rps10p et Rps26p, sont les deux seules protéines ribosomiques qui ne sont pas 
assemblées sur le pré-40S tardif (Ferreira-Cerca et al. 2005). La détermination de la structure 
de la pré-40S tardive montre que les sites de fixation de ces protéines ribosomiques 
chevauchent respectivement les sites de fixation des facteurs Ltv1p/Enp1p et Dim2p (Strunk 
et al., 2011). Ainsi, le relargage de ces protéines serait requis pour le recrutement des 
dernières protéines ribosomiques et l’acquisition d’une petite sous-unité ribosomique 
compétente pour la traduction. 
e. Maturation et exportation de la grande sous-unité du ribosome. 
Après le clivage au site A2, plusieurs étapes sont requises, au sein des précurseurs de 
la grande sous-unité du ribosome (pré-60S), pour la maturation du pré-ARNr de 27SA2 en 
ARNr de 25S et de 5.8S. Le terme pré-60S réunit de nombreux intermédiaires de la grande 
sous-unité du ribosome. L’association transitoire et/ou instable de certains facteurs de 
maturation de la grande sous-unité empêche la détermination complète de la composition de 
ces particules pré-ribosomiques (Harnpicharnchai et al., 2001 ; Bassler et al., 2001 ; Fatica et 
al., 2002 ; Nissan et al., 2002 ; Saveanu et al., 2003 ; Pour revue : Henras et al., 2008). Le 
recrutement des protéines ribosomiques cytoplasmiques et la dissociation des facteurs tardifs 






i. La maturation nucléaire des précurseurs de la grande sous-unité du 
ribosome 
Le clivage au site A2 marque la fin des étapes précoces de la biogenèse des ribosomes 
et entraîne la séparation de la pré-40S, contenant le pré-ARNr de 20S, et de la pré-60S, 
contenant le pré-ARNr de 27SA2. Ce précurseur peut-être maturé de 2 façons différentes. Le 
pré-ARNr peut être clivé directement au site B1L par une endonucléase encore inconnue 
(Faber et al. 2006). Il peut aussi être clivé au site A3 par la RNase MRP puis hydrolysé par 
l’exonucléase 5’-3’ Rat1p jusqu’au site B1S. Dans les deux cas, le pré-ARNr de 27SB est 
formé (Schmitt and Clayton, 1993 ; Henry et al., 1994) (Figure 14).  
Rat1p est l’exonucléase 5’-3’ responsable de l’hydrolyse du fragment A3-B1S sur le 
pré-ARNr de 27SA3. En l’absence de Rat1p, le pré-ARNr de 27SA3 peut-être maturé 
jusqu’au site B1S par l’exonucléase cytoplasmique Xrn1p (Henry et al., 1994). Il a aussi été 
montré qu’en l’absence de Rat1p et de Xrn1p, Rrp17p pouvait avoir un rôle similaire mais 
avec une efficacité faible (Oeffinger et al., 2009). L’hydrolyse du pré-ARNr de 27SA3 par 
une exonucléase est donc un mécanisme redondant. La déplétion individuelle de 8 facteurs de 
la pré-60S (Brx1p, Nsa3p, Erb1p, Ebp2p, Nop4p, Nop7p, Nop12p, Nop15p, Pwp1p et 
Ytm1p) entraine l’accumulation du pré-ARNr de 27SA3 dans la cellule. Ces facteurs, appelés 
« facteurs A3 », sont donc requis pour la maturation du pré-ARNr. Ils interviendraient au 
niveau du pré-ARNr de 27S pour permettre l’interaction entre l’extrémité 3’ de l’ARNr de 
5.8S et l’extrémité 5’ de l’ARNr de 25S, facilitant l’hydrolyse du précurseur par Rat1p 
(Granneman et al., 2011). L’absence de la protéine Rpl17p induit la dégradation du pré-ARNr 
de 27S (Fang et al., 2005 ; Sahasranaman et al., 2011). Il a donc été proposé que l’hydrolyse 
du pré-ARNr par Rat1p est stoppée par l’interaction entre le pré-ARNr et la protéine 
ribosomique Rpl17p. La protéine Rpl17p agirait, alors, comme une barrière qui bloquerait 
l’exonucléase Rat1p au site B1S (Sahasranaman et al., 2011)(Figure 17B). 
Le pré-ARNr de 27SB contient les séquences des ARNr de 5.8S et de 25S, reliées par 
une séquence « espaceur » interne, l’ITS2. Cet espaceur change de conformation au cours de 
la maturation de la grande sous-unité du ribosome, passant d’une forme ouverte dite « en 
anneau » à une forme fermée dite « en épingle » (Joseph et al. 1999). La structure en épingle, 
plus stable, est requise pour le clivage endonucléolytique au site C2 qui permet la séparation 
des pré-ARNr de 7S et de 26S (Figure 14). L’étude des « facteurs A3 » montre que les 








Figure 17 : Maturation nucléaire du précurseur de la grande sous-unité du ribosome 
(A) Schématisation des diverses nucléases intervenant dans la maturation nucléaire du pré-
ARNr de 27SA2 aboutissant aux pré-ARNr de 6S et de 25S. (Adapté de Thomson and 
Tollervey, 2010) (B) Implication des facteurs A3 dans la maturation nucléaire des pré-ARNr 




le pré-ARNr de 27S (Granneman et al., 2011). Cette association permettrait d’établir ou de 
maintenir la structure flexible de l’ITS2 dans sa conformation en anneau. Cela empêcherait la 
formation prématurée de la structure en épingle et, par conséquent, le clivage prématuré du 
site C2. A ce stade, Nop7p et Erb1p formeraient un pont inter-domaine sur le pré-ARNr de 
27S (Granneman et al., 2011). Ce pont permettrait le recrutement des protéines ribosomiques 
Rpl35p, Rpl37p, Rpl26p, Rpl17p qui maintiennent l’association entre l’extrémité 3’ de 
l’ARNr de 5.8S et l’extrémité 5’ de l’ARNr de 25S après la dissociation des « facteurs A3 » 
(Granneman et al., 2011 ; Sahasranaman et al., 2011).  
Après le clivage au site C2, le pré-ARNr de 7S est hydrolysé par l’exosome nucléaire 
pour former le pré-ARNr de 5.8S + 30, qui contient la séquence de l’ARNr de 5.8S suivi des 
30 nucléotides directement en aval de la séquence (Mitchell et al., 1997). Ce précurseur est  
ensuite maturé par le complexe Rrp6p/Mtr4p, formant le pré-ARNr de 6S, contenant la 
séquence de l’ARNr de 5.8S suivie de 8 nucléotides (Briggs et al., 1998) (Figure 17A). Le 
pré-ARNr de 26S, contenant la séquence de l’ARNr de 25S encadrée par les séquences 
« espaceurs » C2-C1 et 3’-ETS, est maturé par l’exonucléase 3’-5’ Rex1p et l’exonucléase 5’-
3’ Rat1p pour former l’ARNr de 25S mature (van Hoof et al., 2000 ; Geerlings et al., 2000). 
La pré-60S qui sera exportée vers le cytoplasme contient le pré-ARNr de 6S et l’ARNr 
mature de 25S (Thomson and Tollervey, 2010) (Figure 17A). Il a été suggéré que la 
formation du pré-ARNr de 6S signalerait la compétence de la pré-60S pour son exportation 
tandis que la maturation de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 5.8S serait un signal de fin 
d’exportation (Thomson et Tollervey, 2010). 
ii. L’exportation du précurseur de la grande sous-unité du ribosome 
L’exportation de la pré-60S du nucléoplasme vers le cytoplasme se fait au travers des 
pores nucléaires. Elle fait intervenir le même mécanisme que pour l’exportation de la pré-40S. 
Ainsi le récepteur d’exportation Crm1p s’associe à un facteur de la pré-60S pour former un 
complexe compétent pour l’exportation. Cette interaction est facilitée par le facteur Gsp1p-
GTP. Dans le cytoplasme, le GTP porté par Gsp1p sera hydrolysé par la protéine Ran1p. Cela 
permettra la dissociation de Gsp1p de la pré-60S. Le facteur sera alors recyclé dans le noyau 
pour l’exportation d’autres complexes compétents (Figure 15). Nmd3p est un facteur de la 
pré-60S. En son absence, on observe l’accumulation de la particule pré-ribosomique dans le 
nucléole, suggérant que la protéine est requise pour l’exportation (Gadal et al., 2001). Nmd3p 






 de sa NES conduit à la mort de la cellule. La viabilité peut cependant être rétablit avec 
l’expression d’une NES hétérologue (Ho et al., 2000). Cela montre que Nmd3p est le facteur 
d’exportation de la pré-60S reconnu par Crm1p.  
L’hétéro-dimère Mex67p-Mtr2p est un complexe requis pour l’exportation des ARNm 
vers le cytoplasme à travers les pores nucléaire. L’exportation des ARNm par Mex67p-Mtr2p 
se fait  indépendamment du cycle de Gsp1p-GTP (Strasser et al., 2000). Des mutations 
spécifiques de MEX67 ou MTR2 entrainent la létalité synthétique d’une souche mutée pour 
NMD3. De plus, la surexpression de ses deux protéines permet de rétablir l’exportation de la 
pré-60S dans une souche exprimant une version mutée de NMD3 (Yao et al. 2007). Cela 
suggère un rôle de l’hétéro-dimère dans l’exportation de la pré-60S, en plus de son rôle dans 
l’exportation des ARNm. La même étude montre que des mutations spécifiques abolissant le 
recrutement de Mex67p/Mtr2p sur le pré-60S tardif n’affectent pas le recrutement de Nmd3p 
(Yao et al., 2007). Cela suggère que ces deux voies d’exportation de la pré-60S doivent être 
indépendantes. L’hétéro-dimère Mex67p-Mtr2p pourrait donc permettre l’exportation de la 
particule pré-ribosomique indépendamment du cycle Crm1p/Gsp1p.   
Arx1p est un facteur de la pré-60S tardive, qui n’est pas essentiel à la survie de la 
cellule (Nissan et al., 2002). L’expression de nucléoporines mutées ou de Nmd3p, Mtr2p ou 
Mex67p mutées dans une souche dépourvue de ARX1 entraîne la mort de la cellule (Bradatsch 
et al., 2007). Dans ces mutants, on observe un défaut d’exportation de la pré-60S. Il 
semblerait donc que Arx1p soit impliquée dans l’exportation de la pré-60S. Cependant, 
l’absence de Arx1p n’empêche pas le recrutement de Nmd3p et de l’hétéro-dimère Mex67p-
Mtr2p sur la pré-60S. Cela suggère que le rôle d’Arx1p dans l’exportation de la pré-60S est 
direct et spécifique. Il a été montré in vitro que Arx1p pouvait interagir directement avec les 
répétitions FG de certaines nucléoporines, constituant le maillage hydrophobe des pores 
nucléaires (Bradatsch et al., 2007). Il a donc été proposé que Arx1p serait un récepteur 
d’exportation additionnel de la pré-60S. 
Npl3p est une protéine requise pour l’exportation des ARNm (Lee et al., 1996). Des 
mutants spécifiques de Npl3p montre une accumulation de la pré-60S dans le nucléole, 
suggérant que la protéine est impliquée dans l’exportation de la particule pré-ribosomique 
(Stage-Zimmerman et al., 2000). Npl3p interagit physiquement avec les facteurs 
d’exportation Nmd3p et Arx1p (Hackmann et al. 2011). Cela indique que la protéine s’associe 






exprimant des mutants spécifiques de Mtr2p ou Nmd3p, entraîne une diminution drastique de 
la croissance cellulaire, confirmant le rôle de la protéine dans l’exportation de la pré-60S 
(Hackmann et al., 2011). 
Ecm1p est une protéine non essentielle qui s’associe à la pré-60S (Yao et al., 2010). Il 
a été montré que l’absence de Arx1p ou la mutation spécifique de Mtr2p est létale dans une 
souche invalidée pour ECM1. La déplétion de Ecm1p dans une souche dépourvue de ARX1 
entraîne l’accumulation de la pré-60S dans le noyau (Yao et al., 2010). Cela suggère qu’au 
même titre que Arx1p, Ecm1p serait impliquée dans l’exportation de la pré-60S.   
Ainsi l’exportation de la pré-60S requiert à la fois des facteurs généralement requis 
pour l’exportation, tels que Crm1p, Mtr2p-Mex67p ou Npl3p, ainsi que des facteurs 
spécifiquement requis pour son exportation, tels que Arx1p ou Ecm1p. Il n’a cependant pas 
encore été déterminé si l’ensemble de ces facteurs étaient requis simultanément sur la pré-
60S. 
iii. La maturation cytoplasmique de la grande sous-unité du ribosome 
Ngl2p est une exonucléase 3’-5’ cytoplasmique. En absence de Ngl2p, on observe une 
forte accumulation du pré-ARNr de 6S (Faber et al., 2002 ; Thomson and Tollervey, 2010). Il 
a été montré par des expériences d’hybridation in situ que, en absence de Ngl2p, le pré-ARNr 
de 6S s’accumule dans le cytoplasme (Thomson and Tollervey, 2010). L’exonucléase Ngl2p 
est donc responsable de la maturation cytoplasmique du pré-ARNr en ARNr de 5.8S. Ngl2p 
n’est pas requise pour la survie de la cellule. En son absence, on observe un phénotype de 
croissance sauvage (Faber et al., 2002). Chez la levure, la détermination de la structure du 
ribosome montre que l’extrémité 3’ de l’ARNr de 5.8S se situe à la surface de la grande sous-
unité dans une région où elle n’interfère pas avec sa fonction principale (Spahn et al., 2001). 
Il semble donc que la production de l’extrémité 3’ mature de l’ARNr de 5.8S ne soit pas 
requise pour l’acquisition d’une grande sous-unité fonctionnelle. 
La dissociation des facteurs de la pré-60S cytoplasmique est requise pour l’acquisition 
d’une grande sous-unité du ribosome fonctionnelle. Elle permet leur recyclage dans le noyau 
pour la maturation des précurseurs suivants. Il a été déterminé que l’association de l’ATPase 
Drg1p permettait la dissociation des facteurs Rlp24p et Nog1p. Leur dissociation est requise 
pour le recrutement de la protéine ribosomique Rpl24p (Saveanu et al. 2003 ; Pertschy et al. 





Figure 18 : Maturation cytoplasmique des précurseurs de la grande sous-unité du ribosome 
(A) La maturation cytoplasmique de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 5.8S est réalisé par Ngl2p 
(Adapté de Thomson and Tollervey, 2010) (B) La maturation cytoplasmique de la grande 
sous-unité requiert le relargage de nombreux facteurs de maturation. La présence de Tif6p sur 
les précurseurs immatures empêche l’assemblage précoce de celui-ci avec la petite sous-unité 
ribosomique mature (Adapté de Panse and Johnson, 2011) (C) L’acquisition d’une grande 
sous-unité ribosomique mature nécessite le relargage du facteur Nmd3p. Ce relargage permet 
le positionnement correct de différentes protéines ribosomiques et un changement de 
conformation de la sous-unité (Adapté de Oeffinger, 2010)   
 
 
protéine Rei1p. L’interaction entre Rei1p et Jjj1p, un autre facteur de la pré-60S, permettra la 
dissociation du récepteur d’exportation Arx1p (Lebreton et al. 2006 ; Meyer et al. 2010) 
(Figure 18B). Tif6p est un facteur de la pré-60S. En absence de Rei1p, on observe 
l’accumulation des facteurs de Arx1p et de Tif6p dans le cytoplasme, alors qu’ils sont 
localisés dans le noyau en condition sauvage (Lebreton et al., 2006). Un mutant spécifique de 
Arx1p peut être dissocié de la pré-60S en absence de Rei1p. Dans ce mutant spécifique, Tif6p 
s’accumule dans le nucléole (Lo et al., 2010). Cela indique que la dissociation de Arx1p par 
Rei1p est requise pour la dissociation de Tif6p. 
La tige P est une structure essentielle de la grande sous-unité du ribosome. Elle permet 
le recrutement des facteurs d’initiation de la traduction. Elle est principalement formée par la 
protéine ribosomique Rpp0p. Il a été montré que l’association du facteur Yvh1p était requise 
pour la dissociation de Mrt4p de la pré-60S. Cette dissociation permet le recrutement de 
Rpp0p, dont le site de fixation sur la pré-60S chevauche celui de Mrt4p, et donc la formation 
de la tige P (Lo et al., 2010). De plus, l’association de Rpp0p est requise pour la dissociation 
de Yvh1p, de Tif6p et de Nmd3p, requise pour l’export (Lo et al., 2010) (Figure 18B).  
La déplétion individuelle des deux facteurs cytoplasmiques Efl1p et Sdo1p entraîne 
l’accumulation de Tif6p dans le cytoplasme. Cela suggère que les deux protéines sont 
requises pour la dissociation de Tif6p de la pré-60S (Senger et al., 2001 ; Menne et al., 2007) 
(Figure 18B). En absence de Efl1p ou de Sdo1p, Nmd3p est localisée dans le cytoplasme, 
alors qu’elle est majoritairement nucléaire en condition sauvage (Lo et al., 2010). Il a été 
montré que la localisation cytoplasmique de Nmd3p en absence de Efl1p ou Sdo1p était la 
conséquence indirecte d’un défaut de dissociation de Tif6p (Lo et al., 2010). Ainsi la 
dissociation de Tif6p, par les facteurs Efl1p et Sdo1p, serait requise pour le relargage Nmd3p 
de la pré-60S (Figure 18B).  
Chez Saccharomyces cerevisiae, la structure de la grande sous-unité mature en 
complexe avec Nmd3p a été déterminée par cryo-microscopie électronique. Le site d’ancrage 
de la protéine, sur la sous-unité, a donc pu être localisé. Nmd3p se trouve à l’interface entre 
les deux sous-unités du ribosome (Sengupta et al., 2010). Lsg1p est une protéine requise pour 
le relargage de Nmd3p (Hedges et al., 2005). Les auteurs proposent qu’une hydrolyse du GTP 
de Lsg1p-GTP présent sur la pré-60S permettrait le relargage de cette protéine. Cela induirait 
un changement de conformation de la tige P qui serait relâchée dans une position plus 






stabiliserait son association avec la grande sous-unité. Cela entraînerait le relargage de 
Nmd3p, qui serait l’une des étapes finales de maturation de la grande sous-unité (Sengupta et 





Figure 19 : Clivage co-transcriptionnel au site A2 chez S. cerevisiae 
(A) Observation d’étalement de chromatine en microscopie électronique. Le SSU Processome 
est assemblé de façon co-transcriptionnel. (Adaptée de Dragon et al., 2002) (B) 




C) Régulation des étapes précoces de la biogenèse du ribosome 
Comme nous l’avons vu, la biogenèse du ribosome est un processus complexe de 
maturation des précurseurs d’ARNr et d’assemblage de protéines ribosomiques. Il est donc 
tout à fait concevable de penser que la cellule ait mis en place des systèmes de régulation et 
de contrôle à différentes étapes afin d’éviter la production de ribosomes incorrects. Nous nous 
intéresserons ici à la régulation des étapes précoces de la biogenèse du ribosome qui débutent 
par la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I et s’étendent jusqu’aux clivages 
endonucléolytiques qui permettent la séparation des précurseurs d’ARNr de la petite et de la 
grande sous-unité. 
a. Coordination entre la maturation des sous-unités ribosomiques et la 
transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I 
i. La maturation du précurseur des ARNr et la transcription de l’ADNr 
sont fonctionnellement liées. 
Chez la levure, la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I et la maturation des sous-
unités ribosomiques sont des processus coordonnés (Gallagher et al., 2004). En effet, il a été 
montré que l’absence de certaines protéines du SSU processome (Utp4p, Utp5p, Utp8p, 
Utp9p, Utp10p, Utp15p et Utp17p) induisait un défaut de transcription de l’ADNr. Ces 
protéines forment un complexe indépendant, appelé t-UTP/UTP-A, qui se lie à l’ADNr, 
indépendamment de la transcription (Gallagher et al., 2004 ; Krogan et al., 2004). En 
l’absence du snoARN U3, ce complexe reste associé aux précurseurs de l’ARNr de 18S. Le 
modèle établi suggère que le complexe UTP-A s’associerait à l’ADNr, au niveau de la 
séquence codant pour le 5’-ETS. Rapidement après l’initiation de la transcription, ce 
complexe UTP-A s’associerait alors au transcrit naissant, initiant l’assemblage co-
transcriptionnel du SSU processome. L’apparition de boules terminales à l’extrémité 5’ des 
transcrits naissants observée sur des étalements de chromatine en microscopie électronique 
confirme l’hypothèse d’un assemblage co-transcriptionnel du SSU Processome. D’autant plus 
que la déplétion individuelle des facteurs du complexe UTP-A entraîne la perte de ces boules 
terminales (Miller and Beatty, 1969 ; Mougey et al., 1993 ; Dragon et al., 2002 ; Osheim et 
al., 2004) (Figure 19A).  
La mutation de Rpa135p, sous-unité de l’ARN Pol. I, provoque un ralentissement de 






 ribosome (Schneider et al., 2007). Dans ce mutant, le clivage au site A0 est déficient et serait 
remplacé par un clivage endonucléolytique aberrant dans la région 5’ de l’ARNr de 18S. La 
production d’une forme tronquée de l’ARNr de 18S pourrait expliquer le défaut de maturation 
de la petite sous-unité du ribosome ainsi que le défaut d’assemblage des deux sous-unités. Ces 
résultats laissent penser que l’élongation de la transcription et la maturation du transcrit 
naissant seraient non seulement coordonnées mais, en plus fonctionnellement liées.  
ii. Les clivages endonucléolytiques aux sites A0, A1 et A2 sont co-
transcriptionnels. 
Chez la levure, la nature diphasique de la biogenèse du ribosome a été préalablement 
démontrée par la possibilité de séparer physiquement les séquences codant pour les 
précurseurs d’ARNr de la petite et de la grande sous-unité (Liang and Fournier, 1997). Des 
ribosomes fonctionnels sont produits à partir de ces unités de transcription séparées. Il semble 
que la co-transcription des ARNr ne soit pas un pré-requis pour la formation de sous-unités 
fonctionnelles. De plus, les boules terminales observées sur des étalements de chromatine, en 
microscopie électronique, semblent disparaître dans le dernier tiers de l’étalement laissant 
place à des transcrits en cours d’élongation plus courts. Cela suggère que le clivage au site A2 
pourrait être co-transcriptionnel. Ces résultats sont confirmés par l’absence de boules 
terminales et l’observation de transcrits allongés dans le dernier tiers de l’étalement en 
absence de facteurs du SSU Processome (Mougey et al., 1993 ; Dragon et al., 2002 ; Osheim 
et al., 2004) (Figure 19). Une étude statistique sur ces étalements de chromatine a permis de 
déterminer que 79% des clivages au site A2 étaient co-transcriptionnels (Osheim et al., 2004).  
Le clivage co-transcriptionnel au site A2 a été confirmé par des expériences de 
marquage métabolique (Kos and Tollervey, 2010). Lors du marquage métabolique, chaque 
ARNr en cours de transcription est marqué en fonction de la position de l’ARN Pol. I sur 
l’ADNr. L’apparition du pré-ARNr de 27SA2 marqué avant celle du pré-ARNr de 35S 
confirme un clivage co-transcriptionel du pré-ARNr naissant au site A2 (Figure 19B). De 
plus, l’apparition rapide du pré-ARNr de 20S marqué semble indiquer que le clivage au site 
A2 est précédé par les clivages aux sites A0 et A1, qui seraient aussi co-transcriptionels. Les 
statistiques de cette étude confirment les résultats précédemment obtenus, c’est-à-dire qu’en 
moyenne 70% des transcrits naissants sont clivés co-transcriptionnellement au site A2. Le 
marquage métabolique montre aussi que ce clivage co-transcriptionnel n’est possible qu’après 






2010). Cela confirme les récents travaux qui montrent l’existence d’une conformation 
spécifique du pré-ARNr naissant avant le clivage au site A2 qui permettrait le recrutement des 
facteurs nécessaires à sa maturation (Strunk et al., 2011). 
iii. Intérêt de la maturation co-transcriptionnelle du transcrit primaire. 
Il a été montré que la biogenèse du ribosome est affectée lorsque la cellule présente un 
défaut d’élongation de la transcription par l’ARN Pol. I (Schneider et al., 2007). Lors de 
l’élongation de la transcription, l’avancée de la polymérase créé des super-enroulements 
négatifs en amont et des super-enroulements positifs en aval (Cook, 1999). L’accumulation de 
super-enroulements positifs empêche l’ouverture de l’ADNr, ralentissant l’élongation de la 
transcription (Zhang et al, 1988). Les super-enroulements négatifs gardent l’ADNr en position 
ouverte, facilitant son hybridation avec le précurseur d’ARNr naissant donnant une structure 
appelée R-loop (Drolet, 2006). Ce sont les topoisomérases Top1p et Top2p qui sont 
responsables du relâchement de ces super-enroulements. Un marquage métabolique montre 
qu’en l’absence de Top1p les clivages précoces sont retardés (El Hage et al., 2010). Il semble 
que l’absence de Top1p réduirait l’accumulation de super-enroulements positifs qui 
empêcheraient l’élongation de la transcription et entraînerait la formation de R-loops. Les 
facteurs requis pour la maturation du pré-ARNr ne pourraient alors pas être recruté ce qui 
retarderait les clivages précoces. La répartition des ARN Pol. I sur l’ADNr a été obtenue par 
immunoprécipitation de chromatine. La quantité d’ARN Pol. I au niveau de la séquence 
codant pour la région 5’ de l’ARNr de 18S suggère l’existence d’un point de contrôle de 
l’assemblage du SSU Processome. A ce niveau, le ralentissement de l’élongation de la 
transcription permettrait le repli du pré-ARNr naissant et l’assemblage de protéines 
ribosomiques (Schneider et al., 2007 ; El Hage et al., 2010). Ainsi, la synchronisation de 
l’élongation de la transcription et de l’assemblage du SSU processome faciliterait le 
repliement du transcrit naissant. Cela permettrait de réduire l’exposition d’ARNs nus non 
repliés et empêcherait la formation de R-loops. 
iv. Le pré-ARNr de 35S peut être clivé post-transcriptionnellement. 
Des étalements de chromatine ont été réalisés sur des cellules au début et à la fin de la 
phase exponentielle de croissance (DO : 0.6 ; DO : 2.7). En fin de phase exponentielle de 
croissance, les boules terminales marquant l’assemblage du SSU Processome sont présentes 
sur l’ensemble de l’ADNr (Osheim et al., 2004). Cela suggère une diminution de la quantité 






montre que le clivage co-transcriptionnel au site A2 passe de 79% en phase exponentielle de 
croissance à 18% au début de la phase stationnaire (Osheim et al., 2004). Après un choc 
thermique de 4 min à 37°C, les étalements de chromatine présentent une organisation 
identique à celle observée en fin de phase exponentielle (Osheim et al., 2004). La maturation 
co-transcriptionnelle du transcrit naissant ne semble donc être un processus majoritaire que 
dans des conditions optimales de croissance.  
L’étude récente de la production des ARNr , chez Candida albicans, montre que le 
pré-ARNr aberrant de 23S s’accumule, dans la cellule en phase stationnaire de croissance 
(DO : 12), au détriment du pré-ARNr de 20S (Pendrak and Roberts, 2011). La production du 
pré-ARNr de 23S résulte d’un clivage direct, au site A3, du pré-ARNr de 35S. Chez 
Saccharomyces cerevisiae, le pré-ARNr de 23S est aussi produit en faible quantité dans des 
conditions sauvages (Hughes and Ares, 1991 ; Granneman and Baserga, 2004). Le marquage 
métabolique des transcrits naissants montre deux populations distinctes du pré-ARNr de 
27SA. Chacune des populations a une durée de vie différente (Kos and Tollervey, 2010). 
Ainsi, les pré-ARNr de 27SA, issus du clivage co-transcriptionnel du transcrit naissant (70%), 
auraient une durée de vie de 15s. Les pré-ARNr de 27SA, issus du clivage post-
transcriptionnel du pré-ARNr de 35S (30%), auraient une durée de vie de 90s.  
La plupart des pré-ribosomes formés sont compétents pour un clivage co-
transcriptionnel du transcrit naissant. En revanche, une partie des transcrits suivrait une voie 
d’assemblage différente, éventuellement plus lente, qui conduirait au clivage post-
transcriptionnel du pré-ARNr de 35S et à une maturation ultérieure plus lente. Il reste encore 
à déterminer si le clivage post-transcriptionnel est différent du clivage co-transcriptionnel. Un 
clivage direct au site A3 lors des évènements de maturation post-transcriptionnels pourrait 
expliquer l’accumulation du pré-ARNr de 23S en phase stationnaire et l’existence de deux 
populations distinctes du pré-ARNr de 27SA. On peut aussi se demander quel est l’intérêt de 
privilégier la maturation post-transcriptionnel lorsque les conditions de croissance ne sont pas 
optimales. 
b. Les snoRNPs impliquées dans les clivages précoces des pré-ARNr 
Les snoRNPs U3, U14, snR30 et snR10 sont requises pour la biogenèse du ribosome. 
Il a été proposé qu’elles doivent servir de chaperons pour le repliement du transcrit naissant. 
Elles faciliteraient ainsi l’assemblage du SSU Processome et par conséquent les évènements 








Figure 20 : Visualisation des interactions entre le snoARN U3 et le pré-ARNr de 35S. En 
noir : le snoARN U3. En bleu : la région 5’-ETS du pré-ARNr de 35S ; En rouge : l’ARNr de 
18S. Adaptée de Lamanna and Karbstein, 2011   
 
 
i. Rôle de la snoRNP U3 dans la maturation du transcrit primaire 
La snoRNP U3 est une snoRNP C/D qui ne guide aucune des méthylations connue à 
ce jour mais qui est impliquée dans les clivages précoces aux sites A0, A1 et A2. L’absence 
du snoARN U3, composant nucléique de la snoRNP U3, entraîne l’accumulation du pré-
ARNr de 35S et une baisse de la production de l’ARNr de 18S (Hughes and Ares, 1991). 
Le snoARN U3 peut être structuralement divisé en trois domaines distincts : une 
extrémité 5’, une région charnière centrale et une extrémité 3’. Chaque domaine contient des 
séquences spécifiques, des composants protéiques et des fonctions distinctes. L’extrémité 5’ 
possède trois motifs conservés appelés boîtes A, A’ et GAC (Beltrame and Tollervey, 1992 ; 
Beltrame and Tollervey, 1995 ; Borovjagin and Gerbi, 2000 ; Méreau et al., 1997). La région 
charnière est composée d’une région 3’ et d’une région 5’, séparées par une structure tige-
boucle (Méreau et al., 1997). Elle permettrait l’association de la snoRNP U3 avec les 
protéines du complexe MPP10 au sein du SSU Processome (Gerczei et al., 2004 ; Gerczei et 
al., 2009). Cette région s’apparie à la région 5’-ETS du pré-ARNr de 35S (Borovjagin and 
Gerbi, 2005). L’extrémité 3’ forme une grande tige-boucle ponctuée de petites épingles 
formant une structure cruciforme (Samarsky and Fournier, 1998). Cette structure contient les 
motifs conservés C, D, C’ et D’, et est requise pour la liaison du snoARN aux protéines, la 
stabilité de l’ARN et la localisation nucléaire (Cléry et al., 2007 ; Granneman et al., 2009) 
(Figure 20).  
Trois interactions directes ont été définies entre le snoARN U3 et le pré-ARNr de 
35S : (i) l’extrémité 5’ du snoARN U3, en particulier la boîte A, s’apparie à la région de 
l’ARNr de 18S, à proximité du site de clivage A1, au sein du pré-ARNr de 35S (Hughes, 
1996 ; Sharma and Tollervey, 1999) ; (ii)  la partie 5’ de la région charnière du snoARN U3 
s’apparie à la région 5’-ETS du pré-ARNr naissant (Beltrame et al., 1994) ; (iii) la partie 3’ de 
la région charnière s’apparie à la région 5’-ETS du pré-ARNr naissant (Dutca et al., 2011 ; 
Marmier-Gourrier et al., 2011). Il a été montré que l’appariement entre la partie 3’ de la 
région charnière du snoARN U3 et la région 5’-ETS du pré-ARN naissant était requise pour 
le recrutement de facteurs du SSU Processome ainsi que pour l’appariement entre la partie 5’ 
de la région charnière du snoARN U3 et la région 5’-ETS du pré-ARNr naissant (Dutca et al., 
2011). Ces résultats suggèrent que cet appariement serait la première interaction ARN/ARN à 












Figure 21 : Les interactions entre le snoARN U3 et le pré-ARNr de 35S empêcherait la 
formation précoce d’un pseudo-nœud au sein du pré-ARNr (A) Interactions entre le pré-ARNr 
naissant (en vert) et le snoARN U3 (en noir) (B) Pseudo-nœud de l’ARNr de 18S. Adaptée de 




En plus de son rôle dans les clivages précoces du pré-ARNr aux sites A0, A1 et A2, il 
a été décrit que la snoRNP U3 participait à la formation d’un pseudo-nœud à l’extrémité 5’ de 
l’ARNr de 18S, lui conférant un rôle de chaperon dans le repliement de cet ARNr (Hughes, 
1996 ; Sharma and Tollervey, 1999). En effet, le snoARN U3 s’apparie à une séquence du 
pré-ARNr en amont du site de formation du pseudo-nœud. Cet appariement empêcherait 
l’interaction du pré-ARNr avec lui-même avant la transcription de la séquence en aval du 
pseudo-nœud (Sharma and Tollervey, 1999 ; Kudla et al., 2011) (Figure 21). Il semble que 
l’appariement entre la boîte A du snoARN U3 et la séquence en aval du pseudo-nœud soit 
putativement promu par la protéine Imp4p, un facteur tardif du SSU Processome (Wehner et 
al., 2002). Cet appariement permettrait le rapprochement des deux séquences du pseudo-nœud 
pour un appariement correct. Cependant, de nombreuses validations restent à apporter à ce 
modèle. 
ii. Rôle de la snoRNP U14 dans la maturation du transcrit primaire 
Le snoARN U14 est un snoARN C/D essentiel à la survie de la cellule (Zagorski et al., 1988). 
La snoRNP U14 serait responsable de la méthylation de la cytosine C414 du pré-ARNr de 
35S, au sein de la séquence de l’ARNr de 18S (Kiss-Laszlo et al., 1996). Des résultats récents 
montrent que le snoARN U14 interagit avec le pré-ARNr, au sein de la séquence de l’ARNr 
de 25S (2647-2666) (Kudla et al., 2011). Cette interaction ne semble pas guider de 
méthylation spécifique.  
L’absence du snoARN U14 induit un défaut de production de l’ARNr de 18S et 
l’accumulation nucléaire des pré-ARNr de 35S et de 23S, suggérant un rôle du snoARN dans 
les étapes de clivage aux sites A0, A1 et A2 (Li et al., 1990). L’appariement du snoARN U14 
avec le pré-ARNr à l’aide de deux motifs conservés, nommés boîte A et boîte B, semble être 
requis pour le rôle de la snoRNP dans la maturation des pré-ARNr. La mutation de chacun de 
ces domaines d’appariement entraîne le même défaut de croissance que la délétion complète 
du snoARN. Ce défaut de croissance peut être restauré par des mutations complémentaires au 
sein du pré-ARNr, suggérant l’importance de leur rôle dans la maturation du précurseur des 
ARNr (Liang and Fournier, 1995 ; Morissey and Tollervey, 1997). Ainsi, de même que pour 
le snoARN U3, l’appariement du snoARN U14 avec le pré-ARNr de 35S est complexe et 
multiple. Le rôle précis du snoARN U14 dans les étapes de clivages précoces reste cependant 







Il a été montré que l’activité hélicase de la protéine Dbp4p, en particulier les motifs I 
et III,  était requise pour la dissociation de la snoRNP U14 du pré-ribosome après les clivages 
aux sites A0, A1 et A2 (Kos and Tollervey, 2005). En effet, en absence de l’hélicase Dbp4p, 
le snoARN U14 co-sédimente majoritairement avec les fractions de haut poids moléculaire 
contenant les pré-ribosomes. La même publication suggère que l’activité hélicase de Dbp4p 
serait spécifiquement requise pour le désappariement du snoARN U14 et du pré-ARNr. 
iii. Rôle de la snoRNP snR30 dans la maturation du transcrit primaire 
SnR30 est une snoRNP H/ACA requise pour les clivages aux sites A0, A1 et A2 
(Morissey and Tollervey, 1993). Le snoARN snR30 contient deux motifs très conservés, m1 
et m2, essentiels pour la production des ARNr (Atzorn et al., 2004). La mutation du motif m1 
entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 35S tandis que la mutation du motif m2 permet 
l’accumulation du pré-ARNr de 23S. Cela suggère que ces deux motifs ont des fonctions 
différentes dans la maturation des pré-ARNr (Atzorn et al., 2004). Il a été démontré que ces 
deux motifs s’apparient avec de petites séquences de l’ARNr de 18S, au sein du pré-ARNr de 
35S (Fayet-Lebaron et al., 2009). L’analyse fonctionnelle du snoARN montre qu’un 
espacement correct entre les séquences de reconnaissance de l’ARNr de 18S et la boîte ACA 
de snR30 est requis pour une maturation efficace du pré-ARNr.  
La purification d’une version étendue mais fonctionnelle de snR30 a permis de 
déterminer qu’en plus des partenaires protéiques cœurs des snoRNPs de type H/ACA (Cbf5, 
Nhp2p, Nop10p et Gar1p), les protéines Utp23p et Kri1p étaient des partenaires préférentiels 
du snoARN (Hoareau-Aveilla et al., 2011). Ces protéines sont requises pour les étapes 
précoces de la biogenèse du ribosome. Il a été montré que Utp23p était requise, avec 
l’hélicase Rok1p, pour la dissociation de la snoRNP snR30 après les clivages aux sites A0, 
A1 et A2 (Bohnsack et al., 2008 ; Hoareau-Aveilla et al., 2011). La snoRNP snR30 est 
requise pour le recrutement de Kri1p au sein du SSU Processome (Hoareau-Aveilla et  al., 
2011). Des étalements de chromatine ont été réalisés après la déplétion de snR30. En absence 
de snR30, on observe des boules terminales plus petites à l’extrémité des transcrits naissants 
qui s’étendent sur l’ensemble de l’ADNr (Lemay et al., 2011). Cela suggère un défaut 
d’assemblage co-transcriptionnel du SSU Processome qui entraînerait un défaut de clivage du 
pré-ARNr aux sites A0, A1 et A2. Il a été proposé que snR30 s’associerait de façon précoce 
au transcrit naissant et servirait de chaperon dans l’assemblage du SSU Processome (Hoareau-






iv. Rôle de la snoRNP snR10 dans la maturation du transcrit primaire 
SnR10 est une snoRNP H/ACA requise pour la pseudouridylation de la base U2923 du 
pré-ARNr de 35S, au sein du centre peptidyl transférase de l’ARNr de 25S (Ganot et al., 
1997 ; Ni et al., 1997). La déplétion du snoARN snR10 entraîne une réduction modérée de la 
croissance, une sensibilité à basse température ainsi qu’une diminution de la production de 
l’ARNr de 18S. La baisse de production de l’ARNr de 18S est concordante avec 
l’accumulation des pré-ARNr de 35S et de 23S, résultant d’un clivage direct du transcrit 
naissant au site A3 (Tollervey and Guthrie, 1985). Cela indique que snR10 est requis lors des 
clivages du pré-ARNr aux sites A0, A1 et A2.  
Des alignements de séquence entre le snoARN snR10 et le pré-ARNr montrent 5 
séquences complémentaires d’au moins 8 nucléotides (Liang et al., 2010). Chacun de ces 
fragments a été substitué afin d’étudier le phénotype de croissance de la souche. Seule une 
souche exprimant le snoARN snR10 substitué d’une séquence de 8 nucléotides 
(U78GAAGAAU85) de l’épingle 5’ montre une diminution de la croissance équivalente à la 
déplétion de snR10. Cette séquence est complémentaire à l’extrémité 5’-ETS du pré-ARNr. 
Dans cette souche, on observe l’accumulation du pré-ARNr de 23S. De plus, la réalisation de 
gradients de sédimentation montre une diminution du pic correspondant à la petite sous-unité 
libre. Cela suggère que cette séquence est requise pour les clivages du pré-ARNr aux sites A0, 
A1 et A2. 
Une mutation ponctuelle dans l’épingle 3’ du snoARN snR10 permet d’abolir la 
fonction de pseudouridylation de la snoRNP (King et al., 2003). La souche exprimant le 
snoARN muté ne présente aucun défaut de croissance et de maturation du pré-ARNr. Cela 
suggère que les deux fonctions de la snoRNP dépendent d’éléments structuraux différents. 
Les snoARNs chimères, H10/36 et H36/10, ont été créés (Liang et al., 2010). H10/36 est 
composé de l’épingle 5’ de snR10 et l’épingle 3’ de snR36, un snoARN requis pour une 
pseudouridylation de l’ARNr de 18S. H36/10 est composé de l’épingle 5’ de snR36 et de 
l’épingle 3’ de snR10. Après déplétion de snR10, seule l’expression de H10/36 permet de 
restaurer un phénotype de croissance cellulaire normal. La snoRNP snR10 est donc requise 
pour la pseudouridylation de U2923 et pour la maturation du pré-ARNr de 35S. Ces deux 
fonctions de la snoRNP dépendent d’éléments structuraux différents du snoARN snR10. 
L’information requise pour la fonction de pseudouridylation est portée par l’épingle 3’ du 






portée par l’épingle 5’. Cependant, il a été montré récemment que les domaines du snoARN 
snR10 requis pour la pseudouridylation et la maturation entretenaient une relation de 
coopération (Liang et al., 2010). 
v. Coordination entre les modifications chimiques du pré-ARNr et les 
évènements de clivages précoces. 
L’invalidation de chaque gène codant pour les snoARNs guidant une méthylation ou 
une pseudouridylation du pré-ARNr n’affecte pas la croissance cellulaire ou la maturation du 
pré-ARNr (King et al., 2003 ; Liang et al., 2007). Les séquences complémentaires des 
snoARNs guidant les modifications chimiques ont été cartographiées sur le pré-ARNr. Il 
semblerait que le recrutement de ces snoRNPs empêcherait la formation de structures 
secondaires ou tertiaire du pré-ARNr. Cela pourrait faciliter l’assemblage de certaines 
protéines ribosomiques (Rabl et al., 2011 ; Karbstein et al., 2011) 
SnR35 est une snoRNP H/ACA responsable de la pseudouridylation U1191 du pré-
ARNr de 35S. Cette pseudouridylation subit des modifications supplémentaires, la 
méthylation de la base N+1 et l’ajout d’un groupement aminocarboxyprolyl. Elle est donc 
qualifiée d’hyper-modification. La délétion du snoARN snR35 entraîne un retard de 
production de l’ARNr de 18S (Liang et al., 2009). SnR35 aurait donc deux rôles dans la 
biogenèse du ribosome, il serait requis pour la pseudouridylation U1191 et la maturation du 
pré-ARNr de 20S. Dans une souche dépourvue de snR35, l’expression d’un snoARN chimère 
contenant la séquence du snoARN snR35 qui guide la pseudouridylation U1191 permet de 
restaurer la maturation du pré-ARNr (Liang et al., 2009). Cela suggère que la 
pseudouridylation U1191 réalisé par la snoRNP snR35 est requise pour la production de 
l’ARNr de 18S. Ce serait la première démonstration qu’une modification chimique du pré-
ARNr est requise pour sa maturation. 
c. Assemblage du SSU Processome 
i. L’assemblage du SSU Processome est un processus ordonné 
Le SSU Processome est une particule pré-ribosomique, composé du snoARN U3 et 
d’au moins 72 facteurs (Pour revue : Phipps et al., 2011) (Table 1). La déplétion du snoARN 
U3 ou d’un facteur du SSU Processome entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 23S, qui 
résulte d’un clivage direct du pré-ARNr de 35S au site A3. L’assemblage correct du SSU 







Figure 22 : Le SSU Processome se formerait selon deux voies d’assemblage indépendantes. 
Adaptée de Perez-Fernandez et al., 2011   
 
 
A0, A1 et A2, qui permettent la formation des pré-ARNr de 20S et de 27SA. L’observation 
d’étalements de chromatine, en microscopie électronique, montre que des boules terminales 
s’élargissent à l’extrémité 5’ du transcrit naissant, au cours de la transcription de l’ADNr par 
l’ARN Pol. I (Mougey et al., 1993). Après déplétion du snoARN U3, on n’observe aucune 
boule terminale à l’extrémité 5’ du transcrit naissant (Dragon et al., 2002). Cela confirme que 
le SSU Processome s’assemble co-transcriptionnellement sur le transcrit naissant. Comme 
nous allons le détailler ici, il a été montré que l’assemblage du SSU Processome était un 
processus complexe, conduit par le recrutement ordonné de modules préformés (UTP-A, 
UTP-B, UTP-C, snoRNP U3 et MPP10) (Krogan et al., 2004 ; Perez-Fernandez et al., 2007 ; 
Perez-Fernandez et al., 2011) (Figure 22). 
1. Le recrutement de la snoRNP U3 requiert l’assemblage 
préalable des modules UTP-A et UTP-B.  
UTP-A est un module composé de 8 facteurs du SSU Processome (Utp4p, Utp5p, 
Utp8p, Utp9p, Utp10p, Utp15p, Utp17p, Pol5p) (Krogan et al., 2004). Ces facteurs 
interagissent avec l’ADNr (Gallagher et al., 2004). La déplétion de chacun de ces facteurs 
cause un défaut d’élongation de la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I. Ce défaut 
d’élongation entraîne une diminution de l’accumulation des pré-ARNr et des ARNr qui 
conduit à la mort de la cellule (Gallagher et al., 2004). Il a été proposé que le module UTP-A 
serait recruté sur l’ADNr indépendamment de sa transcription. Ce module serait alors 
assemblé très précocement sur le transcrit en cours d’élongation et marquerait l’initiation de 
l’assemblage du SSU Processome (Figure 22).  
UTP-B est un module composé de 6 facteurs du SSU Processome (Pwp2p, Utp6p, 
Utp12p, Utp13p, Utp18p, Utp21p) (Krogan et al., 2004). La déplétion individuelle de ces 
facteurs entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 35S et du pré-ARNr de 23S (Dosil and 
Bustelo, 2004). Le module UTP-B est donc requis pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. 
Comme l’ensemble des facteurs du SSU Processome, la protéine Pwp2p (UTP-B) co-
sédimente avec les fractions de haut poids moléculaire en condition sauvage (Dosil and 
Bustelo, 2004). En absence de Utp17p (UTP-A), la protéine co-sédimente avec les fractions 
de faible poids moléculaire (Pérez-Fernandez et al., 2007). Dans ces conditions, la protéine ne 
co-immunoprécipite pas avec le pré-ARNr de 35S et le snoARN U3. Cela suggère qu’en 
absence de Utp17p, Pwp2p ne serait pas recruté au sein du SSU Processome. En revanche, la 






toujours avec le pré-ARNr de 35S et le snoARN U3 (Pérez-Fernandez et al., 2007). Il a donc 
été proposé que l’assemblage préalable de UTP-A serait requis pour le recrutement de UTP-B 
au sein de la particule pré-ribosomique (Figure 22). 
La snoRNP U3 est une snoRNP C/D requise pour les clivages aux sites A0, A1 et A2 
(Hughes and Ares, 1991). Le profil de sédimentation du snoARN U3 montre, qu’en condition 
sauvage, le snoARN co-sédimente avec les particules de faible poids moléculaire, 
représentant les snoRNPs U3 libres dans la cellule. Le snoARN U3 co-sédimente aussi au 
niveau du pic de sédimentation de 80S, représentant les snoRNPs U3 associés au SSU 
Processome. Après la déplétion de Utp17p ou de Pwp2p, on observe que le snoARN ne co-
sédimente qu’avec les particules de faible poids moléculaire (Pérez-Fernandez et al., 2007). 
Ainsi l’assemblage des modules UTP-A et UTP-B est requis pour le recrutement de la 
snoRNP U3. Cependant, lors de la déplétion de Nop58p, une protéine cœur des snoRNPs 
C/D, on observe que Pwp2p co-sédimente avec les particules de faible poids moléculaire, 
indiquant que le module UTP-B n’est pas assemblé au sein du SSU Processome (Dosil and 
Bustelo, 2004). Cela suggère que l’assemblage de la snoRNP U3 au sein du SSU Processome 
est requis pour le recrutement du module UTP-B. Il semblerait donc que UTP-B et la snoRNP 
U3 soient recrutées simultanément après l’assemblage de UTP-A. 
2. Mode de recrutement et fonction du module MPP10 au sein du 
SSU Processome.  
Comme nous l’avons précisé précédemment, après l’assemblage du modules UTP-A, 
la formation du SSU Processome requiert un appariement de paires de bases entre la partie 3’ 
de la charnière du snoARN U3 et la région 5’-ETS du transcrit naissant (Dutca et al., 2011 ; 
Marmier-Gourrier et al., 2011). Une souche exprimant le snoARN U3 muté au sein de la 
séquence permettant cet appariement n’est pas viable (Dutca et al., 2011). La viabilité de cette 
souche peut être restaurée par l’expression de la mutation complémentaire du pré-ARNr, dans 
la région 5’-ETS. Des expériences d’immunoprécipitation montrent qu’une mutation du 
snoARN U3 dans ce domaine empêche le recrutement du module MPP10. Le module MPP10 
est un complexe composé de 3 protéines  (Imp3p, Imp4p et Mpp10p). L’appariement entre le 
snoARN U3 et la région 5’-ETS du transcrit naissant est donc requis pour l’assemblage du 
SSU Processome ainsi que pour les deux autres interactions qui s’établissent entre le snoARN 
U3 et le pré-ARNr naissant (Wormsley et al., 2001 ; Dutca et al., 2011 ; Marmier-Gourrier et 






associées au pré-ARNr de 35S (Dosil and Bustelo, 2004). L’assemblage de UTP-B est donc 
requis pour le recrutement du module MPP10 au sein du SSU Processome.  
Il a été montré récemment, par des expériences de co-immunoprécipitation, que 
l’assemblage des modules UTP-B et du snoRNP U3 était requis pour le recrutement de 
Bms1p, un facteur du SSU Processome (Pérez-Fernandez et al., 2011). L’assemblage de 
Bms1p est lui requis pour le recrutement de Utp20p, un autre facteur du SSU Processome. La 
même étude montre que l’assemblage des facteurs Bms1p et Utp20p est requis pour le 
recrutement de MPP10 (Perez-Fernandez et al., 2011). Il semble donc que la formation du 
SSU Processome soit un processus extrêmement ordonné (Figure 22). Nous sommes encore 
loin de connaître et de comprendre le nombre et le rôle des interactions qui peuvent se faire 
entre les 72 facteurs connus du SSU Processome (Pour revue : Lim et al., 2011) (Figure 23). 
Chez la levure, l’absence de la protéine Imp3p empêche les interactions des protéines 
Mpp10p et Imp4p avec le snoARN U3 suggérant que Imp3p est requise pour l’assemblage du 
module MPP10 au sein du SSU Processome (Wehner et al., 2002). Le module MPP10 serait 
incorporé au sein d’une particule pré-ribosomiques par l’intermédiaire d’interactions protéine-
ARN avec le snoARN U3 apparié au pré-ARNr naissant (Gerczei and Correll, 2004). In vitro, 
Imp3p et Imp4p semblent pouvoir promouvoir et stabiliser la formation du duplex d’ARN 
entre la région charnière du snoARN U3 et la région du 5’ETS du pré-ARNr (Wehner et al., 
2002 ; Perez-Fernandez et al., 2011). Il a été proposé que le recrutement de MPP10 au sein du 
SSU Processome permettrait aux protéines Imp3p et Imp4p de stabiliser les duplex d’ARN 
entre la région charnière de U3 et le 5’ETS du pré-ARNr. Imp4p servirait à promouvoir 
l’interaction entre la boîte A du snoARN U3 et la région 5’ de l’ARNr de 18S au sein du pré-
ARNr. Cela permettrait le repliement du pré-ARNr dans une position favorable pour les 
clivages aux sites A0, A1 et A2 (Dutca et al., 2011).  
3. Le recrutement de la protéine Rrp5 et de UTP-C au sein du SSU 
Processome. 
Rrp5p, est un facteur du SSU Processome. Sa déplétion entraîne un défaut 
d’accumulation des ARNr de 18S et de 5.8S. Il semble donc requis pour la maturation des 
deux sous-unités du ribosome (Eppens et al., 1999). En absence de Pwp2p (UTP-B), Rrp5p 
co-immunoprécipite avec les protéines du module UTP-A et le pré-ARNr de 35S (Pérez-










Figure 23 : Cartes des interactions connues entre les différentes protéines du SSU 
Processome. En vert : UTPA ; En bleu : UTPB ; En jaune : UTPC ; En gris : cœur snoRNP 
U3 ; En rouge : MPP10 ; En marron : Rcl1p/Bms1p ; En rose : les autres protéines du SSU 
Processome (voir Table 1) Adaptée de Lim et al., 2011  
 
 
donc après l’assemblage de UTP-A, indépendamment du recrutement de UTP-B et de la 
snoRNP U3 (Figure 22).  
UTP-C est un complexe de 7 facteurs du SSU Processome (Rrp7p, Rrp36p, Utp22p, 
Cka1p, Cka2p, Ckb1p, Ckb2p) (Krogan et al., 2004 ; Gérus et al., 2010). En absence de 
Pwp2p (UTP-B), le profil de sédimentation de Rrp7p est identique à celui observé en 
condition sauvage. Dans ces conditions, la protéine co-immunoprécipite avec le pré-ARNr de 
35S mais pas avec le snoARN U3 (Pérez-Fernandez et al., 2007). En revanche, après la 
déplétion de Utp17p (UTP-A) ou de Rrp5p, Rrp7p (UTP-C) ne co-sédimente qu’avec les 
particules de faible poids moléculaire (Pérez-Fernandez et al., 2007). Les auteurs en concluent 
que le recrutement de UTP-C se fait après l’assemblage de UTP-A et Rrp5p, indépendamment 
de l’assemblage de UTP-B et de la snoRNP U3 (Figure 22). 
De façon surprenante, Rrp5p est aussi requise pour le recrutement de facteurs 
secondaires du SSU Processome tel que Rok1p mais elle n’est pas requise pour 
l’incorporation des modules UTP-A, UTP-B et du snoRNP U3 (Bohnsack et al., 2008 ; Vos et 
al., 2004 ; Perez-Fernandez et al, 2007). Ces résultats suggèrent qu’après l’association du 
module UTP-A avec le transcrit naissant, l’assemblage du SSU Processome se poursuit selon 
deux voies indépendantes (Figure 23). Le recrutement de UTP-B et de la snoRNP U3 va 
permettre l’assemblage d’une vingtaine de facteurs du SSU Processome et aboutir au 
recrutement du module MPP10. Le recrutement de ce module permettra le repliement du pré-
ARNr dans une position favorable pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. Indépendamment, 
le recrutement de Rrp5p permettra le recrutement de UTP-C. Il reste à comprendre pourquoi 
l’assemblage du SSU Processome se fait selon deux voies indépendantes, quel est le rôle de la 
voie Rrp5p/UTP-C et comment les deux voies sont reliées au sein du SSU Processome. 
Sof1p et Mrd1p sont deux facteurs du SSU Processome qui sont recrutés au niveau du 
pré-ARNr, après l’assemblage de UTP-A (Bax et al., 2006 ; Segerstolpe et al., 2008). Leur 
recrutement se fait  indépendamment des deux voies que nous venons de décrire (Rrp5p/UTP-
C ; UTP-B/snoRNP U3). Le recrutement de ces protéines passe donc par une ou plusieurs 
















Figure 24 : Modélisation de l’assemblage précoce de l’ARNr de 5S et impact de cet 




ii. Le SSU Processome est une particule pré-ribosomique 
1. Recrutement précoce du pré-ARNr de 5S 
L’ARNr de 5S est transcrit séparément par l’ARN Pol. III. Au sein du ribosome, il se 
situe à la jonction entre la petite et la grande sous-unité, au sein de la protubérance centrale 
(Spahn et al., 2001). Si sa fonction exacte n’est pas clairement connue, il semble jouer un rôle 
essentiel dans les interactions protéines-ARN et ARN-ARN entre les deux sous-unités. Il a été 
proposé que l’ARNr de 5S servait de transducteur de signal pour faciliter la communication 
entre les deux sous-unités et coordonner leurs actions lors des évènements de traduction 
(Smith et al., 2001). Une souche de levure exprimant une version étendue de l’ARNr 5S 
(ARNr 5S + extensions 3’ et 5’) montre une diminution drastique de la croissance 
(Dechampesme et al., 1999). Dans cette souche, on observe une diminution de la quantité 
d’ARNr de 5S et de 5.8S produit. Cela suggère que l’ARNr de 5S est requis pour la 
production de l’ARNr de 5.8S. Dans cette souche, un défaut de maturation du pré-ARNr de 
27SB retarde la production de l’ARNr de 25S. Le recrutement de l’ARNr de 5S au sein des 
pré-ribosomes serait donc requis pour la maturation de la grande sous-unité du ribosome. 
Dans cette souche, les pré-ARNr de 35S et de 27SA sont correctement maturés. Il a donc été 
proposé que l’ARNr de 5S était recruté au sein de la particule de pré-60S avant la maturation 
du pré-ARNr de 27SB (Dechampesme et al., 1999).  
Chez la levure, la protéine ribosomique Rpl5p interagit avec l’ARNr de 5S avant que 
celui-ci soit associé aux pré-ribosomes (Deshmuk et al., 1993). La structure de la grande sous-
unité mature du ribosome montre que Rpl5p et l’ARNr de 5S sont adjacentes à la protéine 
ribosomique Rpl11p (Spahn et al., 2001). Des expériences de co-immunoprécipitation 
montrent que les protéines Rpl5p, Rpl11p, Rpf2p et Rrs1p interagissent physiquement (Zhang 
et al., 2007). Rpf2p et Rrs1p sont deux facteurs requis pour la maturation de la grande sous-
unité du ribosome (Morita et al., 2002 ; Tsuno et al., 2000). Les protéines Rpl5p, Rpl11p, 
Rpf2p et Rrs1p forment donc un sous-complexe avec l’ARNr de 5S avant son recrutement au 
sein des particules pré-ribosomiques (Zhang et al., 2007 ; Pour revue : Ciganda and Williams, 
2011) (Figure 24). En l’absence de Rpf2p ou de Rrs1p, la maturation du pré-ARNr de 27SB 
est retardée, de façon similaire à ce que l’on observe dans la souche mutante de l’ARNr de 5S 
(Zhang et al., 2007). Des expériences de co-immunoprécipitation ont été réalisées après la 
déplétion individuelle des 4 facteurs du sous-complexe contenant l’ARNr de 5S. Elles 
montrent que Rpf2p et Rrs1p sont requises pour le recrutement des protéines ribosomiques 






ribosomiques. De plus, Rpf2p et Rrs1p co-immunoprécipitent avec les pré-ARNr de 35S, de 
27SA et de 27SB (Zhang et al., 2007). L’ARNr de 5S serait recruté de façon précoce, au sein 
du SSU Processome (Figure 24). Il serait ensuite requis, plus tardivement, pour la maturation 
du pré-ARNr de 27SB. L’intérêt de ce recrutement précoce reste à éclaircir. Il a été proposé 
que les protéines de ce sous-complexe seraient requises pour l’association de protéines 
ribosomiques ou de facteurs tardifs (Zhang et al., 2007). 
2. Le recrutement de protéines ribosomiques au sein du SSU 
Processome 
Les sous-unités du ribosome procaryote peuvent être reconstituées in vitro (Held and 
Nomura, 1974). Ces reconstitutions montrent qu’il existe trois catégories de protéines 
ribosomiques. Les ligands primaires sont les protéines qui s’associent directement à l’ARNr. 
Les ligands secondaires sont les protéines ribosomiques dont l’assemblage nécessite le 
recrutement préalable des ligands primaires. Enfin, les ligands tertiaires sont les protéines 
ribosomiques dont l’assemblage requiert le recrutement des ligands primaires et secondaires 
(Held and Nomura, 1974). Par définition, les composants du SSU Processome (i) sont 
nucléolaires, (ii) co-immunoprécipitent avec le pré-ARNr de 35S, le snoARN U3 ou la 
protéine Mpp10p et (iii) sont requis pour la maturation de l’ARNr de 18S (Dragon et al., 
2002 ; Grandi et al., 2002). Les cinq protéines ribosomiques Rps4p, Rps6p, Rps7p, Rps9p et 
Rps14p répondent à ces critères (Bernstein et al., 2004). Il a donc été proposé que ces 
protéines ribosomiques, s’assemblant avec le pré-ARNr naissant au sein de SSU Processome, 
puissent être les analogues des ligands primaires définis chez les bactéries. Le SSU 
Processome serait donc un intermédiaire d’assemblage des sous-unités ribosomiques. 
Les pré-ARNr qui co-immunoprécipitent avec chaque protéine ribosomique de la 
petite sous-unité ont été déterminés (Ferreira-Cerca et al., 2007). Il a ainsi été possible de 
définir l’ordre d’assemblage de ces protéines au sein des particules pré-ribosomiques. Les 
résultats obtenus sont en accord avec ceux obtenus in vitro chez la bactérie (Held and 
Nomura, 1974 ; Karbstein, 2011). Il a été montré que les protéines ribosomiques qui sont 
recrutées de façon précoce forment le corps de la petite sous-unité. Les protéines 
ribosomiques qui sont recrutées lors des étapes tardives de maturation du pré-ARNr forment 
la tête de la petite sous-unité (Spahn et al., 2001 ; Rabl et al., 2011 ; Ben Shem et al., 2011 ; 






directement couplé à la maturation des pré-ARNr et à l’acquisition de la structure de la petite 
sous-unité du ribosome. 
La déplétion individuelle de 26 protéines ribosomiques de la grande sous-unité a 
permis de les classer en quatre groupes (Pöll et al., 2009) : (i) les protéines ribosomiques 
requises pour la maturation de l’extrémité 5’ du précurseur de l’ARNr de 5.8S ; (ii) les 
protéines ribosomiques requises pour le clivage au site C2 permettant la séparation des pré-
ARNr de 7S et de 25.5S ; (iii) les protéines ribosomiques requises pour la maturation de 
l’extrémité 3’ de l’ARNr de 5.8S ; (iv) les autres protéines ribosomiques. De façon 
intéressante, le pré-ARNr de 35S s’accumule après la déplétion de la plupart des protéines 
ribosomiques de la grande sous-unité (Pöll et al., 2009). Cela suggère que ces protéines 
ribosomiques s’associent de façon précoce au pré-ARNr, comme cela a été montré pour 
Rpl5p et Rpl11p (Zhang et al., 2007).  
d. Importance des hélicase dans les étapes précoces de la biogenèse du 
ribosome. 
Parmi les 72 facteurs du SSU Processome, on retrouve 7 hélicases à ARN (Dhr1p, 
Dhr2p, Dbp8p, Rok1p, Fal1p, Rrp3p, Dbp4p) (Granneman et al., 2006 ; Pour revue : Phipps 
et al., 2011). Il leur a été attribué des rôles dans le repliement et les changements de 
conformation du pré-ARNr, dans la formation et le désassemblage des duplex d’ARNs et dans 
le relargage de facteurs (Rocak and Linder, 2004 ; Cordin et al., 2006 ; Bleichert and Baserga, 
2007 ; Bohnsack et al., 2008 ; Linder and Jankowsky, 2011). Il a aussi été proposé un rôle de 
ces hélicases dans la dissociation des snoRNPs conduisant les modifications chimiques sur le 
pré-ARNr.  
Après déplétion de l’hélicase Dbp4p, on observe l’accumulation des pré-ARNr de 35S 
et de 23S concordant avec la diminution de la quantité d’ARNr 18S dans la cellule (Kos and 
Tollervey, 2005). Dbp4p est donc requise pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. En 
l’absence de Dbp4p, les snoARN U14 et snR41 co-sédimentent fortement avec les fractions 
de haut poids moléculaire. En condition sauvage, ces snoARNs co-sédimentent avec des pics 
différents : le pic de faible poids moléculaire représente les snoRNPs à l’état libre et le pic de 
haut poids moléculaire représente les snoRNPs associées au SSU Processome. Cela suggère 
que Dbp4p est requise pour la dissociation des snoRNPs U14 et snR41. Des expériences de 






snR41 avant l’assemblage du module UTP-B au sein du SSU Processome (Kos and Tollervey, 
2005). De la même manière, il a été montré que Dbp4p était requise pour la dissociation de la 
snoRNP U14 après l’assemblage de UTP-B mais avant le recrutement de Rio2p, une protéine 
requise pour les étapes tardives de maturation de la petite sous-unité. Le rôle de Dbp4p dans 
les clivages aux sites A0, A1 et A2 serait donc indirecte. La snoRNP U14, requise pour ces 
clivages, serait retenue au sein des particules pré-ribosomiques en absence de Dbp4p. Cela 
entraînerait la diminution de snoRNPs U14 libres et donc la maturation des pré-ARNr en 
cours de transcription. 
En absence de Has1p, le snoARN U3 reste associé au pré-ARNr (Liang and Fournier, 
2006). Dans des conditions sauvages, ce snoARN co-sédimente au niveau de trois pics 
distincts : 12S (snoRNP libre), 40S (snoRNP associée avec le pré-ARNr après le clivage au 
site A2) et 60-90S (snoRNP associée au SSU Processome). En absence de Has1p, le snoARN 
U3 co-sédimente au niveau des pics de 40s et de 60-90S (Liang and Fournier, 2006). Il a été 
montré que, dans ces conditions, la snoRNP reste associée au pré-ARNr. L’hélicase Has1p est 
donc requise pour la dissociation de la snoRNP U3 des particules pré-ribosomiques. La même 
étude suggère que Has1p serait aussi requise pour la dissociation de la snoRNP U14 (Liang 
and Fournier, 2006). La déplétion de Rok1p entraîne l’accumulation de snR30 sur les pré-
ribosomes (Bohnsack et al., 2008). L’hélicase semble donc requise pour la dissociation de la 
snoRNP snR30. 
Les interactions protéine-ARN de la protéine Prp43p ont été déterminées par la 
méthode de CRAC (UV cross-linking and cDNA analysis) (Bohnsack et al., 2009). Un 
pontage aux UV est réalisé pour fixer les interactions protéines-ARN. Les complexes 
protéine-ARN sont ensuite purifiés dans des conditions fortement dénaturantes afin de 
s’assurer que seules les interactions directes soient détectées. Les fragments d’ARN récupérés 
sont amplifiés et séquencés. L’utilisation de cette méthode sur Prp43p montre que l’hélicase 
interagit directement avec 6 snoARNs qui guident des modifications chimiques sur le pré-
ARNr de 35S. Elle interagit aussi avec les séquences complémentaires de ces snoARNs sur le 
pré-ARNr de 35S (Bohnsack et al., 2009). En absence de Prp43p, ces six snoARNs sont 













Figure 25 : Conformation du pré-ARNr avant et après le clivage au site A2. Adaptée de 




e. Les facteurs de maturation requis dans la formation des deux sous-
unités 
i. Rrp5p est requise pour la production des ARNr de 18S et de 5.8S 
Comme nous l’avons vu précédemment, la protéine Rrp5p est un composant du SSU 
Processome requis pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. De façon surprenante, elle est 
aussi requise pour le clivage au site A3 du pré-ARNr de 27SA. La perte d’expression de 
Rrp5p affecte ainsi la production de l’ARNr de 18S et de la forme courte de l’ARNr 5.8S 
(Venema and Tollervey, 1996). La région N-terminale de la protéine, composée de 12 
domaines de liaison à l’ARN de type S1, joue un rôle dans le clivage au site A3, tandis que sa 
région C-terminale, composée de 7 domaines tétratricopeptides (TPR), est essentielle aux 
clivages précoces aux sites A0, A1 et A2 (Vos et al., 2004 ; de Boer et al., 2006). Les 
fonctions de la protéine dans les clivages aux sites A0, A1 et A2 d’une part, et dans le clivage 
au site A3 d’autre part, peuvent être séparées fonctionnellement (Eppens et al., 1999 ; Torchet 
et al., 1998 ; Vos et al., 2004). De manière intéressante, chez la levure, l’expression d’une 
seule de ces régions entraîne la mort de la cellule. La viabilité peut cependant être restaurée 
par l’expression de la seconde moitié de la protéine, suggérant que chacune de ces régions 
peut-être fonctionnellement indépendante (Eppens et al., 1999 ; Torchet et al., 1998).  
Il a été montré que Rrp5p s’associe sur la région 3’ de l’ITS1, 30 nucléotides après le 
site de clivage A2, de façon indépendante du snoARN U3 (Vos et al., 2004 ; de Boer et al., 
2006). De plus, Rrp5p co-immunoprécipite avec les particules pré-ribosomiques contenant les 
pré-ARNr de 35S et de 27SA2 mais pas les particules contenant le pré-ARNr de 27SB 
suggérant qu’elle est dissociée des particules pré-ribosomiques pré-60S pendant ou juste après 
la maturation du précurseur de 27SA2 (de Boer et al., 2006). Une étude réalisée sur différents 
mutants de la protéine Rrp5p suggère que les 9 premiers domaines S1 seraient responsables 
de l’activité de liaison de la protéine à l’ARN. Les trois derniers domaines S1 et les 7 
domaines TPR seraient, quant à eux, responsables de la reconnaissance des sites spécifiques 
de liaisons au pré-ARNr au niveau de l’ITS1 (Lamanna and Karbstein, 2009 ; Young and 
Karbstein, 2011). Il a été montré que le clivage au site A2 est requis pour le réarrangement 
structural du précurseur de l’ARNr de 18S (Lamanna and Karbstein, 2011). Ce réarrangement 
structural permettrait la formation de l’hélice H44, cœur du centre de décodage du ribosome 
(Figure 25). Il a été montré que les 3 derniers domaines S1 de Rrp5p s’apparient à l’ITS1, au 






2011 ; Lamanna and Karbstein, 2011). Il a donc été proposé que Rrp5p pourrait jouer un rôle 
dans la stabilisation de la conformation du pré-ARN avant le clivage au site A2 (Venema and 
Tollervey, 2006 ; de Boer et al., 2006) (Figure 25). 
ii. Has1p et Prp43p sont requises pour les étapes précoces de maturation 
du pré-ARNr et la maturation de la pré-60S. 
L’hélicase Has1p co-immunoprécipite avec le pré-ARNr de 35S et le pré-ARNr de 
27SA (Emery et al., 2004 ; Harnpicharnchai et al., 2001). En son absence, l’ARNr de 18S 
n’est plus produit et la production de l’ARNr de 25S est retardée. Dans ces conditions, on 
observe aussi l’accumulation de diverses snoRNPs sur les pré-ribosomes (Emery et al., 2004 ; 
Liang and Fournier, 2006). L’hélicase semble donc requise pour la dissociation de ces 
snoRNPs. On ne peut cependant pas exclure que le rôle de Has1p, dans la dissociation de ces 
snoRNPs, soit indirect. Leur dissociation pourrait être due à un changement de conformation 
du pré-ARNr permis par l’hélicase.  
La déplétion de Prp43p entraîne, quant à elle, l’accumulation du pré-ARNr de 35S et 
une diminution conjointe des pré-ARNr de 20S et de 27S. L’hélicase est donc nécessaire pour 
la maturation des deux sous-unités ribosomiques (Lebaron et al., 2005). Il a été proposé, qu’à 
l’aide de son cofacteur Pfa1p, l’hélicase Prp43p permettrait le relâchement ou le 
réarrangement structural du pré-ARNr de 20S pour libérer l’accès au site de clivage D à 
l’endonucléase Nob1p (Pertschy et al., 2009). Le CRAC (UV cross-linking and cDNA 
analysis) de Prp43p a permis de définir les interactions entre la protéine et le pré-ARNr 
(Granneman et al., 2009 ; Bohnsack et al., 2009). La protéine interagit avec le pré-ARNr à 
proximité du site de clivage D. Cela confirme l’hypothèse préalablement définie sur le rôle de 
Prp43p dans la maturation de la petite sous-unité.  
Quatre interactions protéine-ARN entre Prp43p et la séquence de l’ARNr de 25S ont 
pu être identifiées par la même méthode. Comme nous l’avons détaillé plus haut, ces sites de 
fixation correspondent aux sites de modifications chimiques du pré-ARNr. Prp43p serait 
requise pour le relargage ou l’association des snoRNPs responsables de ces modifications 
(Bohnsack et al., 2009). L’hélicase Prp43p pourrait donc s’associer de façon transitoire à 










Figure 26 : Differentes voies de maturation du pré-ARNr de 35S préalablement décrites dans 
la littérature.  
 
 
f. Apparition de clivages de secours lors d’un défaut de maturation du 
pré-ARNr. 
i. Les clivages de secours et les pré-ARNr aberrants produits. 
La déplétion individuelle des facteurs du SSU Processome entraîne un défaut ou un 
retard des clivages endonucléolytiques aux sites A0, A1 et A2. Dans ces conditions, on 
observe l’accumulation de pré-ARNr minoritaires ou absents en condition sauvage (Figure 
26). 
1. Défaut de clivages aux sites A0, A1, A2 et A3 : le pré-ARNr de 
24S 
La RNase MRP est un complexe ribonucléoprotéique responsable du clivage 
endonucléolytique au site A3, au sein de l’ITS1, sur le pré-ARNr 27SA2 (Lindahl et al., 
1992 ; Henry et al., 1994) (Figure 14). Après ce clivage, l’exonucléase Rat1p sera recrutée 
sur le pré-ARNr pour former l’extrémité 5’ de la forme courte de l’ARNr de 5.8S (5.8SS). En 
condition sauvage, 80% de l’ARNr de 5.8S est produit sous cette forme courte. Une mutation 
de la protéine Rrp2p, facteur de la RNase MRP, réduit l’activité de la RNase et entraîne 
l’accumulation majoritaire de la forme longue de l’ARNr de 5.8S (Lindahl et al., 1992). Une 
mutation spécifique du composant nucléique de la RNase MRP montre un phénotype 
thermosensible (Lindahl et al., 2009). A température restrictive, on observe l’accumulation du 
pré-ARNr de 35S et du pré-ARNr aberrant de 24S. Le pré-ARNr aberrant de 24S résulte d’un 
clivage endonucléolytique au site C2 suivi d’une digestion du pré-ARNr de 3’ en 5’ jusqu’à 
l’extrémité 3’ mature de l’ARNr de 5.8S (Briggs et al., 1998 ; Lindahl et al., 2009) (Figure 
26). La RNase MRP semble donc requise pour les clivages aux sites A0, A1, A2 et A3.  
Comme nous l’avons déjà précisé, la protéine Rrp5p est un composant du SSU 
Processome requis pour la formation des deux sous-unités matures du ribosome. En son 
absence, on observe aussi l’accumulation du pré-ARNr de 24S (Venema and Tollervey, 
1996). La protéine Rrp5p est donc aussi requise pour les clivages aux sites A0, A1, A2 et A3. 
Rrp5p est essentielle à la croissance de la cellule et l’ARNr de 18S n’est plus produit après sa 
déplétion (Venema and Tollervey, 1996). Cela suggère fortement que le pré-ARNr de 24S est 
une espèce aberrante qui ne peut être maturée en ARNr de 18S et qui serait ciblée par un 







Il a été proposé que la RNase MRP et la protéine Rrp5p auraient un rôle coordonné 
dans la biogenèse du ribosome, plus particulièrement dans l’entrée en maturation du pré-
ARNr de 35S (Lindahl et al., 2009). 
2. Défaut de clivages aux sites A0, A1 : le pré-ARNr de 22.5S 
L’absence de certains composants du SSU Processome (Dhr1p, Rrp14p) ou l’ajout 
d’un marqueur GFP en C-ter du facteur Mrd1p, entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 
22.5S (Colley et al., 2000 ; Oeffinger et al., 2007 ; Segerstolpe et al., 2008) (Figure 26). Le 
pré-ARNr de 22.5S est un pré-ARNr qui s’étend du 5’-ETS à 12 nt en aval du site D (5’ETS-
D+12). Ce pré-ARNr peut être maturé en ARNr de 18S. Il n’a pas encore été établi si ce pré-
ARNr résultait d’un clivage endonucléolytique 12 nt en aval du site de clivage D ou de la 
digestion d’un précurseur par une exonucléase 3’-5’.  
Une étude in vitro montre que la RNase MRP clive des régions simple brin des ARNs 
et requiert la présence d’une cytosine 4 nt en amont du site de coupure (Esakova et al., 2011). 
Il semble qu’il existe un large nombre de site de clivage potentiel de la RNase MRP sur le 
pré-ARNr. La formation de structures secondaires et l’assemblage de facteurs rendrait la 
plupart des sites de clivage de la RNase MRP inaccessibles in vivo. La souche mutée pour 
Mrd1p décrite précédemment présente un défaut d’assemblage du SSU Processome 
(Segerstolpe et al., 2008). Il est envisageable, que dans ce cas, un site de clivage de la RNase 
MRP soit accessible 12nt en aval du site D. 
3. Défaut de clivage au site A2 : le pré-ARNr de 21S 
La déplétion ou la mutation de la plupart des facteurs du SSU Processome entraine des 
retards ou des défauts de clivages aux sites A0, A1 et/ou A2. Dans ces cas là, on observe 
l’accumulation des pré-ARNr de 21S, 22S et 23S (Figure 26).  
La déplétion de la snoRNP snR10 ou de la protéine Rrp7p, entraîne l’accumulation du 
pré-ARNr de 21S (Tollervey, 1987 ; Baudin-Baillieu et al., 1997). Le pré-ARNr de 21S 
s’étend de l’extrémité 5’ mature de l’ARNr de 18S au site de clivage A3 (A1-A3)(Figure 26). 
Une souche mutée pour Rrp5p, exprimant séparément ses deux sites actifs, accumule le pré-
ARNr de 21S (Torchet and Hermann-Le Denmat, 2000 ; Torchet et al., 1998 ; Vos et al., 
2004). Dans cette souche, les pré-ARNr de 20S et de 27SA2 ne sont pas produits. On observe 
aussi que l’ARNr de 25S est produit normalement tandis que la production de l’ARNr de 18S 






le pré-ARNr de 21S est le précurseur de l’ARNr de 18S qui est produit. La maturation du pré-
ARNr de 21S semble cependant plus lente et moins efficace que celle du pré-ARNr de 20S. 
Slx9p est un facteur du SSU Processome qui n’est pas requis pour la viabilité de la 
cellule. L’invalidation de SLX9 entraîne l’accumulation antinomique des pré-ARNr de 27SA2 
et de 21S (Bax et al., 2006). De plus, la déplétion de Slx9p dans la souche mutée pour Rrp5p, 
exprimant séparément ses deux sites actifs, conduit à la mort de la cellule. On peut penser que 
dans cette souche le pré-ARNr de 21S ne peut être maturé en ARNr de 18S, la cellule n’est 
donc pas viable (Bax et al., 2006). Il semble qu’en l’absence de Slx9p, le pré-ARNr de 21S 
produit par la cellule en condition sauvage s’accumule. Il a donc été proposé que Slx9p 
servirait de chaperon à une forme tardive du SSU Processome contenant le pré-ARNr de 21S 
et permettrait sa maturation correcte en ARNr de 18S.  
4. Défaut de clivages aux sites A0, A1 et A2 : le pré-ARNr de 23S 
Comme nous l’avons déjà précisé, la déplétion ou la mutation de la plupart des 
composants du SSU Processome entraîne l’accumulation des pré-ARNr de 23S, de 22S et de 
21S. Le pré-ARNr de 23S résulte d’un clivage direct du pré-ARNr de 35S au site A3 (5’-
ETS-A3). Le devenir de ce pré-ARNr n’a pas encore été déterminé. Si certains suggèrent qu’il 
s’agit d’un pré-ARNr aberrant voué à dégradation (Venema and Tollervey, 1999 ; Houseley 
and Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009), d’autres insistent sur le fait qu’il s’agit d’un 
précurseur normal de l’ARNr de 18S (Granneman and Baserga, 2004). 
Comme nous l’avons vu, en l’absence certains facteurs du SSU Processome (Utp24p, 
Fcf2p, Mpp10p, Nop19p…), on observe l’accumulation des pré-ARNr de 35S et de 23S ainsi 
qu’une réduction drastique de la quantité d’ARNr de 18S (Dunbar et al., 1997 ; Baserga et al., 
1997 ; Peng et al., 2003 ; Bleichert et al., 2006 ; Rempola et al., 2006 ; Li et al., 2009 ; 
Choque et al., 2011). Dans ces conditions, l’ARNr de 18S n’est plus produit. Cela suggère 
que le pré-ARNr de 23S ne pourrait pas être maturé et serait donc dégradé par un mécanisme 
de contrôle qualité de la cellule. Des expériences de protection de l’ARN montre que, sur le 
transcrit naissant, une partie de la séquence qui forme l’hélice H44 s’apparie avec l’ITS1 entre 
les sites de clivage A2 et A3 (Lamanna and Karbstein, 2011) (Figure 25). Il a été proposé que 
le clivage au site A2 permettrait le désappariement entre la séquence de l’hélice H44 et 
l’ITS1. Le pré-ARNr subirait alors un changement de conformation qui formerait l’hélice 
H44 et corrigerait le positionnement de l’endonucléase Nob1p, responsable du clivage au site 






H44 et l’ITS1 empêcherait donc le clivage prématuré du pré-ARNr au site D. Lorsque les 
clivages aux sites A0, A1 et A2 sont défectueux, le pré-ARNr est directement clivé au site A3 
formant le pré-ARNr de 23S. Le clivage direct du pré-ARNr au site A3 ne permettrait pas ce 
désappariement. L’hélice H44 ne pourrait se former et le positionnement de l’endonucléase 
Nob1p ne serait pas modifié, empêchant son accès au site de clivage D. Cela suggère que le 
pré-ARNr de 23S ne pourrait pas être maturé en ARNr de 18S et devrait être dégradé.  
La voie de maturation des ARNr a été déterminée chez Candida albicans (Pendrak 
and Roberts, 2011). Cette étude montre clairement que le pré-ARNr de 23S est produit en 
condition sauvage. Chez Saccharomyces cerevisiae, ce pré-ARNr est aussi produit en de 
faible quantité dans des conditions sauvages (Hughes and Ares, 1991 ; Wehner et Baserga, 
2002). Dans certains mutants du SSU Processome qui accumulent le pré-ARNr de 23S, on 
observe une diminution et un retard de la production de l’ARNr de 18S (Tollervey, 1987 ; 
Bax et al., 2006 ; Segerstolpe et al., 2008). Il a donc été proposé que le pré-ARNr de 23S 
pouvait être un précurseur spécifique de l’ARNr de 18S. 
On peut penser que le SSU Processome puisse s’assembler selon différentes voies. 
Ainsi, il existerait plusieurs particules pré-ribosomiques contenant le pré-ARNr de 23S. En 
fonction de leur composition, de leur structure et de la conformation du pré-ARNr, celui-ci 
pourrait soit être maturé en ARNr de 18S soit être dégradé par un mécanisme de contrôle 
qualité de la cellule.  
ii. Contrôle qualité des étapes précoces de la biogenèse du ribosome 
Etant donnée l’importance métabolique de l’ensemble des étapes de maturation de la 
voie de production des sous-unités ribosomiques, on peut penser que des mécanismes de 
surveillance permettent d’assurer le bon déroulement de la maturation de ARNr, depuis leur 
transcription jusqu’à leur assemblage au sein des sous-unités matures.  
1. L’exosome et TRAMP: complexes protéiques requis pour la 
dégradation des ARNs. 
L’exosome est un complexe protéique assurant entre autre la majorité de la 
dégradation 3’-5’ des ARNs au sein d’une cellule eucaryote (Lebreton and Seraphin, 2008). 
L’exosome a d’abord été défini comme un facteur essentiel dans la maturation de l’extrémité 
3’ de l’ARNr de 5.8S (Mitchell et al., 1997). Il est présent dans le noyau et dans le cytoplasme 





Figure 27 : L’exosome est requis pour le contrôle-qualité de pré-ARNr nucléaire. (A) 
Structure du cœur de l’exosome (Adapté de Liu et al., 2006). (B) Modèle du recrutement et du 
mode d’action de TRAMP et de l’exosome dans la surveillance nucléaire (Adaptée de 
LaCava et al. 2005)   
 
 
maturation des ARNr, des snoARN et des snARN ainsi qu’à la majorité des mécanismes 
nucléaires de contrôle qualité (Allmang et al., 1999 ; de la Cruz et al., 1998 ; Suzuki et al., 
2001 ; Raijmakers et al., 2004). Dans le cytoplasme, il constitue la voie de contrôle-qualité et 
de dégradation mineure des ARNs (Raijmakers et al., 2004).  
Le cœur de l’exosome est composé de 10 sous-unités essentielles (Rrp4p, Rrp40p, 
Csl4p, Rrp41p, Rrp42p, Rrp43p, Rrp45p, Rrp46p, Mtr3p et Rrp44p). Ce cœur se structure en 
un anneau composé de 3 hétérodimères (Rrp41-Rrp45, Rrp46-Rrp43, Rrp42-Mtr3) 
(Hernandez et al., 2006 ; Lehner and Sanderson, 2004 ; Liu et al., 2006) (Figure 27). 
Cependant, la reconstitution in vitro de cet anneau montre qu’il requiert l’association des 
protéines Rrp4p, Rrp40p et Csl4p pour stabiliser sa structure (Liu et al., 2006). De façon 
intéressante l’exosome eucaryote a une structure similaire à celle de la PNPase 
(PolyNucléotide Phosphorilase). La PNPase est une enzyme qui est impliquée dans la 
maturation et la dégradation des ARNs (Littauer and Kornberg, 1957 ; Symmons et al., 2000 ; 
Leszczyniecka et al., 2002 ; Shi et al., 2008). Elle est conservée chez les bactéries et les 
eucaryotes supérieurs, où elle est localisée dans les mitochondries (Leszczyniecka et al., 
2002 ; Piwowarski et al., 2003).  
Il semble que Rrp44p soit la seule exonucléase 3’-5’ catalytiquement active dans le 
cœur de l’exosome (Dziembowski et al., 2007 ; Liu et al., 2006 ; Schneider et al., 2007). Il a 
été montré que Rrp44p est aussi une endonucléase active (Lebreton et al., 2008 ; Schaeffer et 
al., 2009 ; Schneider et al., 2009). Les neuf autres protéines du cœur de l’exosome ne 
semblent présenter aucune activité catalytique. Elles auraient un rôle structural au sein du 
complexe. 
L’exosome nucléaire est aussi composé de deux protéines spécifiques, Rrp6p et 
Rrp47p. Rrp6p est une seconde exonucléase active et non essentielle de l’exosome, requise 
pour la maturation de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 5.8S et le contrôle qualité des pré-ARNr et 
des ARNm (Briggs et al., 1998 ; Burkard and Butler, 2000 ; Allmang et al., 2000 ; Hilleren et 
al., 2001 ; Dez et al., 2006). On peut se demander si les deux exonucléases (Rrp44p et Rrp6p) 
qui portent l’activité catalytique de l’exosome coopèrent ou sont spécifiques de certains 
substrats.  
Le complexe TRAMP (Trf4/5-Air1/2-Mtr4 Polyadenylation complex) est un cofacteur 
de l’exosome (LaCava et al., 2005 ; Wyers et al., 2005). Il est constitué d’une poly-A 






l’hélicase à ARN Mtr4p. La protéine Air1/2p permettrait le recrutement du complexe 
TRAMP sur l’ARN cible pour sa polyadénylation par Trf4/5p. La protéine Mtr4p interagit 
physiquement avec l’exosome. Elle sert probablement à son recrutement sur l’ARN cible 
(Schilders et al., 2007) (Figure 27). L’action combinée des complexes TRAMP et exosome a 
d’abord été montré lors de la dégradation d’ARNt non maturé (Kabada et al., 2004 ; 
Vanacova et al., 2005 ; Schneider et al., 2007). 
2. La dégradation des pré-ARNr. 
Sda1p est un facteur de maturation et d’exportation des précurseurs de la grande sous-
unité. En son absence, on observe que les pré-ARNr 27S sont dégradés et, conséquemment, 
que la production de l’ARNr de 25S diminue (Dez et al., 2006). L’invalidation de TRF4, 
TRF5 (TRAMP) ou RRP6 (exosome) stoppe la dégradation de ces pré-ARNr en absence de 
Sda1p. Il a donc été proposé qu’en l’absence de Sda1p, les pré-ARNr de 27S seraient 
polyadénylés par le complexe TRAMP et ciblés pour leur dégradation par l’exosome.  
En absence de l’exonucléase Rrp6p, on observe l’accumulation du pré-ARNr de 23S 
polyadénylé (Allmang et al., 2000). L’invalidation de TRF4 dans une souche dépourvue de 
Rpr6p entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 23S qui n’est pas polyadénylé (LaCava et al., 
2005). Le complexe TRAMP est donc responsable de la polyadénylation de ce pré-ARNr qui 
serait dégradé par l’exonucléase Rrp6p. Les protéines Utp10p et Utp20p sont deux facteurs du 
SSU Processome. En l’absence d’une de ces protéines, le pré-ARNr de 23S s’accumule dans 
la cellule. L’invalidation de TRF4 ou TRF5, dans ces conditions, augmente la quantité de pré-
ARNr de 23S accumulé (Dez et al., 2007). Le complexe TRAMP serait donc requis pour la 
dégradation de ce pré-ARNr aberrant produit en absence de Utp10p ou Utp20p.  
Il a été établi un mécanisme global de contrôle-qualité des pré-ARNr nucléaires. Les 
pré-ARNr contenus dans des particules pré-ribosomiques ayant subi un défaut de maturation 
ou d’assemblage ou d’exportation seraient polyadénylés par TRAMP puis dégradés par 
l’exosome nucléaire (Figure 27). Il semble, de plus, que les pré-ARNr polyadénylés 
s’accumuleraient dans des foci nucléaires, nommés No-Body. Il a été proposé que les No-



















Comme nous l’avons vu dans l’introduction, la biogenèse du ribosome requiert 
l’action coordonnée d’au moins 200 facteurs nucléiques et protéiques absent des ribosomes 
matures. La plupart de ces facteurs ont été identifiées à l’aide de cribles génétiques ou de 
purifications de complexes protéiques suivies d’analyses en spectrométrie de masse 
(Vanrobays et al., 2001 ; De la Cruz et al., 2004 ; Rosado and De la Cruz, 2004 ; Gavin et al., 
2002 ; Dragon et al., 2002 ; Grandi et al., 2002 ; Krogan et al., 2006 ; Pour revue : Fromont-
Racine et al., 2003 ; Dez et al., 2004 ; Henras et al., 2008 ; Phipps et al., 2011 ; Karbstein, 
2011). Bien que ces études nous aient permis d’identifier une longue liste de facteurs requis 
pour la biogenèse du ribosome, nous en connaissons très peu sur les aspects mécanistiques de 
ce processus et sur le rôle de chacun de ces facteurs dans la maturation des sous-unités 
ribosomiques. Les questions qui se posent actuellement sont donc de savoir si nous possédons 
la liste complète des facteurs requis, au sein de la cellule eucaryote, pour fabriquer un 
ribosome fonctionnel et quel est le rôle de chacun de ces facteurs. 
Au cours de ma thèse, je me suis particulièrement intéressée aux étapes précoces de la 
biogenèse du ribosome. Ces étapes sont nucléolaires et comprennent la transcription de 
l’ADNr par l’ARN Pol . I, l’assemblage co-transcriptionnel de la particule pré-ribosomique 
précoce requise pour les clivages aux sites A0, A1 et A2 permettant la libération des 
précurseurs de la petite et de la grande sous-unité.  
Comme je vous l’ai décrit dans l’introduction, le modèle actuel d’assemblage de la 
particule pré-ribosomique précoce est un modèle modulaire hiérarchiquement très ordonné. 
Le recrutement des 31 protéines qui composent ces modules au sein de la particule pré-
ribosomique précoce est requis pour les clivages aux sites A0, A1 et A2. Cependant, 
l’assemblage ordonné de ces modules n’est pas suffisant pour les clivages puisque le 
recrutement de 41 protéines supplémentaires est requis pour la maturation du transcrit 
primaire (Pour revue : Phipps et al., 2011). Le modèle modulaire décrit à l’heure actuelle 
serait donc incomplet. Les questions qui se posent sont de savoir quel est le rôle de chacun de 
ces 41 facteurs supplémentaires dans les étapes précoces de la biogenèse du ribosome, leur 
mode d’assemblage au sein de la particule pré-ribosomique précoce et surtout de savoir si 
nous connaissons l’ensemble des facteurs requis pour les étapes précoces.  
La majorité des facteurs requis pour les étapes précoces de la biogenèse du ribosome 
ont été identifiés par la purification de complexes protéiques et leur analyse en spectrométrie 






potentiels sur la base de leur localisation nucléolaire. Une analyse globale avait révélée la 
présence de 10 ORFs non caractérisées dans le nucléole : YIL091c, YGR251w, YNR004w, 
YDR026c, YIL127c, EFG1, YCR016w,  YNL022c, YBR028c, YBR141c. Nous avons testé si 
l’absence de chacun de ces facteurs induisait un défaut du ratio d’accumulation des ARNr 
ribosomiques matures de 18S et de 25S.  
Un défaut d’accumulation de l’ARNr mature de 18S a été observé en absence de trois 
d’entre eux : YIL091c (NOP19), YGR251c (UTP25) et EFG1, suggérant qu’ils pouvaient 
avoir un rôle dans la biogenèse du ribosome. J’ai basé ma thèse sur la caractérisation du rôle 






A) Nop19p, une protéine nucléolaire qui interagit préférentiellement 
avec Utp25p et Dhr2p, est essentielle à la production de la petite 
sous-unité ribosomique chez Saccharomyces cerevisiae. 
Chez les eucaryotes, plus de 200 facteurs nucléiques et protéiques sont requis pour la 
production et l’assemblage du ribosome. Au cours de la dernière décennie, des études 
protéomiques ont permis d’établir une liste non-exhaustive de ces facteurs (Gavin et al., 2002, 
Krogan et al., 2006 ; pour revue Henras et al., 2008). La localisation nucléolaire et les 
interactions potentielles de Utp25p et Nop19p suggèrent que ces facteurs pourraient avoir un 
rôle dans la biogenèse du ribosome. Chez Saccharomyces cerevisiae, une étude préliminaire 
nous a permis d’établir que la déplétion individuelle de ces facteurs entraîne l’accumulation 
du pré-ARNr de 23S qui coïncide avec la diminution de l’ARNr de 18S. Nous avons donc 
supposé que Utp25p et Nop19p étaient impliquées dans les étapes précoces de la biogenèse du 
ribosome, c'est-à-dire l’assemblage du SSU Processome et les clivages du transcrit naissant 
aux sites A0, A1 et A2.    
Des homologies de séquence et des prédictions de structures ont précédemment défini 
le facteur Utp25p comme une hélicase à ARN à motif DEAD putative (Hazbun et al. 2003). 
Cependant, un alignement plus détaillé entre Utp25p et des hélicases requises lors de la 
biogenèse du ribosome montre qu’à l’exception du motif Ia, parfaitement conservé, 
l’homologie de séquence reste faible (Charette and Baserga, 2010). Il a donc été proposé que 
ce motif conservé devrait être essentiel à la fonction de Utp25p dans la biogenèse du 
ribosome et jouerait un rôle dans la liaison de la protéine à l’ARN. Cependant, cette 
hypothèse a été partiellement invalidée par la publication de la caractérisation de Utp25p 
(Goldfeder and Oliveira, 2010 ; Charette and Baserga, 2010). 
Nous avons montré que Nop19p est un composant du SSU Processome. L’assemblage 
de cette particule pré-ribosomique résulte du recrutement ordonné d’un grand nombre de 
facteurs, dont certains sont regroupés en modules préformés (UTP-A, UTP-B, UTP-C, 
MPP10, snoRNP U3). Nous avons montré que Nop19p n’était pas nécessaire au recrutement 
des modules UTP-A, UTP-B, UTP-C et de la protéine Rrp5p au sein du SSU Processome. 
Réciproquement, les modules UTP-A, UTP-B et la protéine Rrp5p ne sont pas requis pour le 
recrutement de Nop19p sur la particule pré-ribosomique. Il semble, cependant, que 






de Utp25p ainsi que pour la dissociation de Dhr2p des particules pré-ribosomiques. Comme 
Utp25p, Dhr2p est un facteur du SSU Processome impliqué dans la maturation de la petite 
sous-unité du ribosome, spécifiquement requis pour les clivages aux sites A0, A1 et A2.  
Ces résultats ont fait l’objet de la publication suivante :  
CHOQUE E., MARCELLIN M., BURLET-SCHILTZ O., GADAL O. and DEZ C. 
(2011) The nucleolar protein Nop19p interacts preferentially Utp25p and Dhr2p and is 
essential for the production of the 40S ribosomal subunit in Saccharomyces cerevisiae. 
RNA Biology , 8 (6) 
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Introduction
The eukaryotic ribosome is a large ribonucleoprotein (RNP) par-
ticle that assembles from small (40S) and large (60S) subunits 
during translation initiation. Ribosome biogenesis is a highly 
complex process that starts in a specialized nuclear subcompart-
ment, the nucleolus. Late maturation steps take place in the 
nucleoplasm and in the cytoplasm, following nucleocytoplas-
mic export (reviewed in ref. 1–6). The 40S subunit is assembled 
around the 18S rRNA, whereas the 60S particle contains the 25S, 
5.8S and 5S rRNAs. Three rRNAs (18S, 25S and 5.8S) are pro-
cessed from a large precursor transcribed by RNA polymerase 
I, the 35S pre-rRNA (Fig. 1A). Pre-rRNA processing involves a 
series of exonuclease and endonuclease steps (depicted in Fig. 1B) 
that eliminate external transcribed spacers (5'ETS and 3'ETS) 
and internal transcribed spacers (ITS1 and ITS2). The 5S rRNA 
is synthesized independently by RNA Pol III and is incorporated 
within 90S preribosomes as part of a small ribonucleoprotein 
particle.7 Moreover, ~100 nucleotide modifications are intro-
duced in ribosomal RNAs, most of which are catalyzed by the 
small nucleolar RNPs (snoRNPs) (reviewed in ref. 6 and 8–10). 
Concomitantly with these processing events, the ribosomal pro-
teins are progressively incorporated into the maturing particles. 
In eukaryotes, ribosome biogenesis is a process of major interest that requires more than 200 factors acting coordinately 
in time and space. Using genetic and proteomic studies, most of the components have now been identified. Based on its 
nucleolar localization, we characterized the protein encoded by the open reading frame YGR251W, we renamed Nop19p 
as playing an essential role in ribosome biogenesis. Depletion of the Nop19p in yeast impairs pre-rRNA processing at 
sites A0, A1 and A2, leading to a strong decrease in 18s rRNA and 40s subunit levels. Nop19p is a component of 90s 
preribosomes which assembly is believed to result from stepwise incorporation of UTp modules. We show that Nop19p 
depletion does not impair the incorporation of UTp subcomplexes on preribosomes and conversely that depletion of UTp 
subcomplexes does not affect Nop19p recruitment on 90s preribosomes. TAp experiments under stringent conditions 
revealed that Nop19p interacts preferentially with the DeAh-box RNA helicase Dhr2p and Utp25p, both required for A0, 
A1 and A2 cleavages. Nop19p appeared essential for the incorporation of Utp25p in preribosomes. In addition, our results 
suggest that in absence of Nop19p, Dhr2p remains trapped within aberrant preribosomes.
The nucleolar protein Nop19p interacts 
preferentially with Utp25p and Dhr2p and is 
essential for the production of the 40S ribosomal 
subunit in Saccharomyces cerevisiae
elodie choque,1,2 Marlène Marcellin,2,3 Odile Burlet-schiltz,2,3 Olivier Gadal1,2,* and christophe Dez1,2,*
1centre National de la Recherche scientifique; Laboratoire de Biologie Moléculaire eucaryote; 2Université de Toulouse; 3centre National de la Recherche scientifique; Institut 
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In Saccharomyces cerevisiae, more than 180 nonribosomal RNAs 
and proteins have been shown to participate directly in post-
transcriptional steps of ribosome biogenesis. The use of genetic 
and proteomic analyses allowed the prediction of several distinct 
RNP intermediates in the pathway of 40S and 60S ribosome sub-
unit synthesis (reviewed in ref. 3–6). Among these, the small-
subunit (SSU) processome, a 2.2 MDa RNP complex containing 
the U3 snoRNA and more than 30 proteins (which associate 
transiently with the preribosomal particles and are not present in 
the mature ribosomes) is required for the three early pre-rRNA 






 (reviewed in ref. 6, 11–14). The 
loss of any component of the U3 processome therefore results 
in a direct cleavage at site A
3
. The consequence is a loss of the 
20S and 18S rRNA concomitantly with an accumulation of the 
unprocessed 35S and 23S pre-rRNAs (running from the 5' end 
of the 35S up to site A
3
). In parallel, maturation of the 27SA 
into 5.8S and 25S rRNA remains unaffected. Although many 
components of the 90S preribosomes have been identified and 
characterized, it remains unclear how they cotranscriptionally 
assemble with the nascent transcript to yield a processing-compe-
tent particle. Recent evidences suggest that assembly of the 90S 
preribosomes results from the sequential cotranscriptional asso-
ciation of stable subcomplexes with the nascent 35S pre-rRNA.15 
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next required for the recruitment of the Imp3p-Imp4p-Mpp10p 
module and a subset of proteins to the nascent pre-ribosomes.22
Interestingly, it has recently been proposed that proper assem-
bly of SSU processome is monitored by a nucleolar surveillance 
mechanism involving TRAMP5 and exosome complexes to 
eliminate the RNA component of aberrant preribosomes.17
It is predicted that the SSU processome interacts with other 
proteins in order for the cleavages of the pre-rRNA to occur.14 To 
identify novel components in early step of ribosome biogenesis 
that might have been overlooked in genetic and mass-spectrom-
etry analysis, we characterized YGR251W, a gene coding a pro-
tein localized in the nucleolus.23 Using a microarray monitoring 
The t-Utps/Utp-A subcomplex15-17 as well as Mrd1p18 are believed 
to be the earliest factors to associate with the nascent transcript. 
Indeed, these factors associate co-transcriptionally and their 
incorporation appears to be a prerequisite for the subsequent 
recruitment of other subcomplexes. The Pwp2/Utp-B and the 
Utp-C modules19-21 are the next two subcomplexes to associate 
with the nascent transcript. Their order of incorporation still 
remains unclear as they can assemble independently from one 
other.15 The association of Utp-C module with the nascent 35S 
pre-rRNA requires prior loading of Rrp5p15,22 and recruitment 
of Pwp2/Utp-B is essential for the integration of U3 snoRNP19 
as well as Bms1p and Utp20p.22 Bms1p and Utp20p loading is 
Figure 1. scheme of the pre-rRNA processing pathway in S. cerevisiae. (A) Initial 35s pre-rRNA precursor with detailed cleavages sites. (B) endonucleo-
lytic and exonucleolytic cleavages leading to the production of mature 18s, 5.8s and 25s (reviewed in ref. 22).
©2011 Landes Bioscience.
Do not distribute.
www.landesbioscience.com RNA Biology 3
of gradient fractions showed that Nop19p concentrates in two 
broad peaks. The dense fraction containing Nop19p-TAP (frac-
tions 11–13) likely corresponds to the SSU processome/90S pre-
ribosome whereas the light sedimenting fractions (fractions 1–3) 
probably represent the soluble protein plus UTP subcomplex(es). 
Signal was also observed in fractions 7–10 suggesting that few 
amounts of Nop19p are also present in pre-40S and/or pre-60S 
particles. Thus, a large part of Nop19p-TAP is engaged within 
large complexes, the density of which is consistent with that of 
various preribosomal particles. We next carried out immunopre-
cipitation experiments to assess whether Nop19p interacts physi-
cally with preribosomal particles. The NOP19::TAP strain was 
grown in the presence of glucose, and Nop19p-TAP was precipi-
tated in non-denaturing conditions from a total cellular extract 
by the use of IgG-conjugated Sepharose. Following immunopre-
cipitations, bound RNAs were analyzed by northern hybridiza-
tion (Fig. 2C) and compared with RNAs recovered in parallel 
from the non-tagged control strain (no TAG lanes). We found 
that the RNA component of 90S preribosomal particles, the 35S 
pre-rRNA is efficiently precipitated (~20%) as well as the 23S 
pre-rRNA (~15%), compared to the isogenic non tagged strain 
(Fig. 2C and lanes 1–4). The tight association of Nop19p with 






 cleavages are 
required for the release of the protein from pre-ribosomal par-
ticles. Late 20S and 27S pre-rRNAs were also co-precipitated 
with Nop19p-TAP clearly above background levels but appeared 
weaker than for 35S or 23S pre-rRNAs (respectively ~4% and 







 cleavages. Our results show that, Nop19p is 
tightly associated with early pre-rRNA, component of the 90S 
preribosomal particles, a conclusion further supported by the 
presence, above the background, in the Nop19p-TAP immuno-
precipitate, of various C/D and H/ACA snoRNAs (Fig. 2C and 
lanes 5–8).







. The YGR251W/NOP19 ORF was initially reported 
to be essential for cell viability.26 In order to investigate the func-
tion of Nop19p in ribosome biogenesis, we constructed a yeast 
strain that conditionally expresses the Nop19p protein fused to 
the 3HA tag at the N-terminus (3HA-Nop19p protein), allowing 
its easy detection. The NOP19 open reading frame was tagged by 
the HA-encoding sequence and placed under the control of the 
regulated GAL1-10 promoter by homologous recombination,27 
creating strain GAL1::3HA::NOP19. This strain was propagated 
in a medium containing galactose as carbon source and was then 
shifted to a glucose-containing medium to allow depletion of 
Nop19p.
On galactose containing medium, the growth rate of 
GAL1::3HA::NOP19 strain and otherwise isogenic wild-type 
were almost identical. Two hours after transfer to the non-per-
missive glucose medium, the growth rate of GAL1::3HA::NOP19 
strain was already substantially reduced compared to wild-type, 
with a doubling time of ~5 h. Growth essentially ceased by 25 h 
after transfer (Fig. 3A).
Aliquots of GAL1::3HA::NOP19 cells grown in galactose-
containing medium or grown for 1, 3, 6, 12, 24 and 48 hours 
abundance of noncoding RNAs, Peng et al. revealed that expres-
sion of YGR251W is required for normal accumulation of mature 
18S rRNA.24 Here we present evidence that the yeast open read-
ing frame YGR251W, we renamed Nop19, encodes for a ribosome 
biogenesis factor essential for cell viability. We demonstrate its 
association with 35S pre-rRNA and U3 snoRNA. Furthermore, 
we show that genetic depletion of Nop19p leads to accumulation 
of the 35S pre-rRNA as well as the aberrant 23S, and subsequent 
decrease in the levels of 20S pre-rRNA and mature 18S rRNA. 
These data indicate that Nop19p is a component of 90S preribo-







in the pre-rRNA. Searches for tight protein-protein interactions 
with Nop19p within the 90S preribosome identified the DEAH-
box RNA helicase Dhr2p and the U3 processome component 






 cleavages. Gradient 
analysis suggested that Nop19p is essential for the incorpora-
tion of Utp25p in preribosomes and the release of Dhr2p from 
preribosomes.
Results
Nop19p is a nucleolar protein associated with preribosomes. 
A large number of ribosomal assembly factors have been iden-
tified by combining genetic studies and pre-ribosomal analysis 
using mass-spectrometry. To unveil protein that might have been 
overlooked in previous study, we focus our analysis on nucleo-
lar proteins of unknown function. Previous global analyses of 
yeast proteins localization have shown that the protein Nop19p, 
encoded by the open reading frame YGR251W, localizes to the 
nucleolus. In order to confirm the subcellular localization of 
Nop19p23, a construct expressing a C-terminal YFP fusion was 
integrated at the endogenous locus using a one step PCR strat-
egy. Clones were verified by PCR and transformed with plasmid 
pUN100-mCherry-NOP125 expressing a mCherry-fused version 
of Nop1p (mCherry-Nop1p), a core component of box C/D 
snoRNPs involved in early, nucleolar stages of the pre-rRNA 
maturation pathway, to visualize the nucleolus. The strain was 
grown exponentially and living cells were analyzed by fluores-
cence microscopy (Fig. 2A). The YFP signal observed in these 
conditions is highly enriched within a crescent-shaped region also 
containing mCherry-Nop1p, consistent with a nucleolar localiza-
tion. Nop19p-YFP is also present at low levels in a region immedi-
ately adjacent to the nucleolus corresponding to the nucleoplasm. 
We concluded that Nop19p accumulates predominantly in yeast 
cell nucleoli suggesting that Nop19p might be a component of 
preribosomes. To get insights into the nature of macromolecular 
complexes containing Nop19p, we analyzed the sedimentation 
profile of Nop19p with that of (pre)ribosomal particles on den-
sity gradients. We used a strain expressing a C-terminal fusion 
between NOP19 and the TAP tag from the genomic locus (Open 
Biosystems). Expression of this fusion protein remained under the 
control of the endogenous promoter. Growth of the tagged strain 
was indistinguishable from wild-type strain (data not shown), 
indicating that the fusion protein is functional. Sedimentation 
profile of Nop19-TAP was tested by fractionation of a cell lysate 
on a 4.5%–45% sucrose gradient (Fig. 2B). Western blot analysis 
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was strongly reduced after transfer to glucose medium and 
became undetectable after 1 h.
As a first step in assessing whether Nop19p is involved in the 
production of ribosomal subunits, we compared the ribosome 
in glucose-containing medium were harvested. From these ali-
quots, total proteins and RNAs were extracted and the kinetics 
of Nop19p depletion was assessed by western-blotting (Fig. 3B) 
analyses. In these conditions, the abundance of 3HA-Nop19p 
Figure 2. Nop19p is a nucleolar protein associated with preribosomes. (A) subcellular localization of Nop19p. Yeast strain expressing Nop19p-YFp and 
mcherry-Nop1p were grown exponentially and cell samples were used for fluorescence microscopy analysis. (B) sedimentation profile of Nop19p on 
a sucrose gradient. A total extract prepared from NOP19::TAP cells growing exponentially was sedimented through a sucrose gradient and 17 fractions 
were collected. The corresponding A254 profile is displayed with the characteristic annotated peaks. each fraction was TcA precipitated and Nop19-
TAp was detected by western blotting using pAp antibodies. (c) Nop19p co-immunoprecipitates with 35s and 23s pre-rRNAs. Northern-blot analysis 
of (pre-)rRNAs coprecipitated with TAp-tagged version of Nop19p (lanes 3–4 and 7–8) or from control experiments using extracts of cells lacking a 
tagged protein (lanes 1, 2, 5 and 6). Immunoprecipitation was performed on cell extracts using IgG-sepharose. RNAs were extracted from the pel-
let after precipitation (lanes Ip) or from total cell extract (lanes Tot) corresponding to 10% of the input used for the immunoprecipitation reactions. 
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suggests a putative role of Nop19p in the production of the small 
ribosomal subunit.
To investigate the origin of this phenotype, we compared pre-
rRNA processing in WT and Nop19p-depleted cells by north-
ern-blot analysis (Fig. 4A). Strains depleted of Nop19p showed 
defects in the pathway of 40S subunit synthesis. As early as 1 h 
after the nutritional shift, levels of the 35S pre-rRNA increased, 
while the 27SA
2
 and 20S pre-rRNAs were reduced (Fig. 4A and 
lanes 7–12). This suggests that early cleavages of 35S pre-rRNA 
profiles in the presence and absence of Nop19p on sucrose gradi-
ent (Fig. 3C). GAL1::3HA::NOP19 and otherwise isogenic wild 
type cells were grown for 6 h in glucose-containing medium and 
sedimentation profiles were compared by 4.5% to 45% sucrose 
gradient analysis. Depletion of 3HA-Nop19p resulted in a clear 
reduction of the sedimentation peak corresponding to the free 
40S subunits (fractions 7 and 8), a correlated strong increase of 
the 60S subunit sedimentation peak (fraction 10) and a concomi-
tant polysome decrease (fractions 13–18). This phenotype clearly 
Figure 3. Nop19p depletion affects 40s ribosomal subunit accumulation in yeast cells. (A) Growth rate of wild-type and Gal::3HA::NOP19 strains follow-
ing a transfer from permissive galactose medium to glucose medium for the times indicated. cells were maintained in exponential growth throughout 
the time course by dilution into pre-warmed medium. (B) Western-blot analysis of 3hA-Nop19p depletion. Total proteins were extracted at the times 
indicated and analyzed by western blot. Accumulation of 3hA-Nop19p and Nop1p was respectively detected using anti-hA and Nop1p-specific anti-
bodies. (c) Ribosome profiles in Nop19p-depleted cells. Gal::3HA::NOP19 and WT BY4741 strains were grown up to 0.6 (OD600) on galactose medium and 
shifted to glucose for 6 h. Total cell extracts were prepared and centrifuges through 4.5% to 45% sucrose gradients and 17 fractions were collected. 
The A254 absorbance profile is presented.
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, necessary for the production of 20S pre-
rRNA (the immediate precursor to 18S rRNA) are somewhat 
impaired (for a cartoon of the pre-ribosomal RNA processing 
pathway, see Fig. 1B). This conclusion was supported by a strong 
accumulation of the aberrant 23S RNA, which is produced by 
direct cleavage of the 35S pre-rRNA at site A
3
 in the absence of 






. At later time points, the mature 
18S rRNA was depleted in the strains lacking Nop19p, whereas 
levels of the 25S and 5.8S rRNAs were stable. According to 
phosphorimager quantifications, the level of 18S rRNA, relative 
to that of 25S rRNA, is diminished by 90% after 24 hours of 
growth in glucose-containing medium. The levels of the 27SB 
and 7S pre-rRNA were also lower in Nop19p-depleted cells after 
12 h of depletion, but this may largely reflect reduced synthesis as 
a consequence of growth inhibition. The ratio between the long 
and short forms of 5.8S rRNA was unaltered, indicating that the 
alternative pre-rRNA processing pathways that generate these 
rRNAs both remain active. Together these observations indicate 








The effects of reduced 3HA-Nop19p level on pre-rRNA pro-
cessing were also assessed by pulse-chase labeling, performed 
3 h after transfer of the GAL1::3HA::NOP19 strain to glucose 
medium. Consistent with the northern data, processing of the 
35S pre-rRNA was delayed, whereas synthesis of 27SA and 20S 
pre-rRNA was greatly reduced in the strains depleted of Nop19p 
(Fig. 4B and lanes 8–14) compared to the wild-type (Fig. 4B and 
lanes 1–7). Maturation of the 27SB pre-rRNA appeared to be 
slowed, but accumulation of mature 25S rRNA was not clearly 
reduced. Similar result was previously observed during Has1p 
depletion.28 In contrast, 18S rRNA synthesis was strongly inhib-
ited, most probably as a direct result of reduced 20S pre-rRNA 
production detected by this approach. These results confirmed 






 are strongly impaired in cells lack-
ing Nop19p.
Nop19p is not required for proper assembly of U3 proces-
some. As previously shown, Nop19p is a novel component of the 
90S preribosome and is required for early cleavages of the 35S 
pre-rRNA. In order to get insight into the function of Nop19p 
in the hierarchical assembly of the 90S preribosome, we first 
determined whether Nop19p is required for proper accumula-
tion of components of this particle. For this purpose, we indi-
vidually expressed TAP-tagged versions of UTP proteins Utp17p 
(UTP-A), Pwp2p (UTP-B), Utp22p (UTP-C) as well as Rrp5p 
Figure 4. Nop19p depletion leads to a defect in A0, A1 and A2 cleavages. 
(A) WT BY4741 and Gal::3HA::NOP19 strains were shifted from a galactose 
to a glucose medium. samples were collected before and at different 
times after the nutritional shift. Total RNAs were extracted from these 
cell samples, and the accumulation of the different pre-rRNAs, rRNAs 
and sn(o)RNAs was analyzed by northern-blot. (B) pulse-chase labeling 
of RNAs. WT BY4741 and Gal::3HA::NOP19 cells were grown in galactose 
containing medium and were next shifted in glucose for 3 h. cells 
were then pulse labeled with [8-3h] adenine for 2 min. samples were 
collected 0, 1, 2, 5, 10, 20 and 30 min after addition of an excess of cold 
adenine. Total RNAs were extracted from these samples, separated by 
gel electrophoresis and transferred to a nylon membrane.
©2011 Landes Bioscience.
Do not distribute.
www.landesbioscience.com RNA Biology 7
has no detectable function in hierarchical assembly of the 90S 
preribosome.
Dhr2p and Utp25p are in tight association with Nop19p. In 
order to get insights into the function of this novel factor, we next 
attempted to identify “preferential” Nop19p-associated factors. 
The aim was to identify tight interactions between Nop19p and 
90S preribosomal proteins using stringent conditions. Hence, 
Nop19p fused to the TAP tag (Nop19p-TAP) was purified over 
an IgG-sepharose column in native conditions. Nop19p-TAP-
containing complexes bound to the column were then submitted 
to a “disruption treatment” consisting in extensive washes with 
buffers containing 200 mM, 1 M or 2 M salt (KCl) concentra-
tion (see Materials and Methods). The protein A-IgG interac-
tion is resistant to 1 M and 2 M salt treatment,30 but most of 
the proteins component of the 90S preribosome are expected to 
be released following these stringent washes. Following TEV 
elution, a second calmodulin affinity column was employed 
as described in reference 31. The polypeptides copurified with 
Nop19p following this modified TAP tag protocol were resolved 
by SDS-PAGE and stained with coomassie blue (Sup. data Fig. 
S1). Coomassie-stained bands were excised and polypeptides 
contained in these bands were subjected to in-gel trypsin diges-
tion. The resulting peptides were analyzed by on-line capillary 
liquid chromatography/nanospray ion trap tandem mass spec-
trometry, allowing identification of the proteins from which they 
were derived.
Among the identified factors, we noticed the presence of two 
90S components, Dhr2p and Utp25p. Dhr2p is a DEAH-box 







 cleavages and so on for 18S rRNA production.32 Dhr2p 
presents a strong conservation in its core domain with Dhr1p, 
one other DEAH-box RNA helicase also required for early 35S 
pre-rRNA cleavages. Moreover, Dhr2p has been shown to be 
associated in vivo with U3 processome components including U3 
snoRNA, Mpp10p,33 Utp22p34 and Nop9p.35 Utp25p is an essen-






 cleavages (reviewed in 
ref. 36 and 37 and Fig. S2). As Dhr2p, Utp25p coimmunopre-
cipitated SSU processome factors such as U3 snoRNA, Mpp10p, 
Utp3p/Sas10p, Utp8p, Utp18p and Utp21p.34,36,37 All together, 
these results suggested that Nop19p is a component of the SSU 
processome interacting “preferentially” with Dhr2p and Utp25p.
In order to independently verify the interactions seen using 
the modified TAP protocol, we individually expressed in the 
NOP19::TAP strain, HA-tagged versions of Dhr2p, Dhr1p and 
Utp25p as well as various UTP proteins including Utp17p (UTP-
A), Pwp2p (UTP-B), Utp22p (UTP-C) and Rrp5p. Strains were 
exponentially grown in YPD medium at 30°C and cell pellets were 
broken in liquid nitrogen. Nop19p-TAP-containing complexes 
bound to the IgG sepharose column were extensively washed with 
buffers containing 0.2 M, 1 M or 2 M KCl. Protein complexes 
were next eluted using a denaturing buffer. The released peptides 
were analyzed by western-blot using anti-HA antibodies (Fig. 6). 
As expected, all tested factors were found associated with Nop19p-
TAP at low salt concentration (0.2 M). In accordance with our 
previous observations, Dhr2p-HA and Utp25p-HA interactions 
with Nop19p-TAP were resistant to high salt concentrations (1 
in the GAL1::3HA::NOP19 strain. Depletion of 3HA-Nop19p 
clearly did not result in reduced levels of any of these factors 
(data not shown), suggesting Nop19p is not required for their 
accumulation.
We next determined whether Nop19p is required for the 
incorporation of the UTP-A, UTP-B, UTP-C modules as well 
as Rrp5p within the SSU processome. To study the importance 
of Nop19p in the assembly of the 90S preribosome, we com-
pared the sedimentation profiles of components of the UTP-A, 
UTP-B or UTP-C subcomplexes in WT and Nop19p-depleted 
cells (Fig. 5A). For this experiment, we choose to deplete 
GAL1::3HA::NOP19 strains for 3 h. At this time point indeed, 
3HA-Nop19p levels are already undetectable but ribosome bio-
genesis is only slightly affected, arguing against indirect effect. 
The A
254
 absorbance profiles and notably the large versus small 
ribosomal subunit ratio presented in the parts in Figure 5A con-
firmed that depletion of Nop19p induced a berely detectable 
defect in the production of the mature 40S ribosomal subunit. 
The Utp17p-TAP, Pwp2p-TAP, Utp22p-TAP or Rrp5-TAP pro-
teins were still detected in fractions of the gradient containing 
high-molecular-weight complexes and none of them was mainly 
detected in the top fractions containing small particles and free 
proteins. We concluded that the preribosomal particles lacking 
Nop19p contain the tested components of the different UTP 
modules and that Nop19p is therefore probably not required for 
their incorporation.
We next studied whether Utp17p (UTP-A complex), Pwp2p 
(UTP-B complex), or Rrp5p are required for Nop19p recruit-
ment to the nascent preribosomal particles. We replaced the 
endogenous promoters of the UTP17, PWP2 or RRP5 genes 
with the conditional GAL1 promoter in the previously described 
NOP19::TAP strain. These strains were shifted from a galactose- 
to a glucose-containing medium and grown to deplete Utp17p, 
Pwp2p or Rrp5p. Depletion of these factors did not result in a 
reduction of 3HA-Nop19p (data not shown), suggesting they are 
not required for Nop19p-TAP accumulation.
Extracts prepared from the depleted cells were analyzed by 
sedimentation on sucrose gradients. The absorbance profiles 
observed in Utp17p-, Pwp2p- and Rrp5p-depleted cells (Fig. 
5B) are consistent with those reported previously by others in 
reference 15, 19 and 29 and very similar to those observed in the 
absence of Nop19p. In absence of Utp17p, Pwp2p and Rrp5p, 
Nop19p was still detected in the fractions of the gradient con-
taining preribosomal particles. However, the sedimentation 
profiles of Nop19-TAP in Utp17p-, Pwp2p- and Rrp5p-depleted 
cells appeared significantly different from that observed with 
WT cells. The protein is indeed more concentrated in fractions 
11 and 12 in WT cells whereas it appeared shifted to fractions 
8 to 10 in depleted cells and appeared less concentrated in the 
top fractions containing free proteins and other low-molecular-
weight complexes. These data indicate that the incorporation 
of Nop19p into preribosomes is not prevented in the absence 
of UTP-A or UTP-B components or Rrp5p. The observed shift 
in sedimentation may reflect that Nop19p remains associated 
with stalled preribosomes containing the aberrant 23S pre-
rRNA. Therefore, Nop19p is essential for rRNA processing, but 
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when compared with other 90S preribosomal proteins. Moreover, 
little amounts of Utp17p-HA (UTP-A) and Pwp2p-HA (UTP-
B) remain associated with Nop19p after high salt disruption, 
M and 2 M) (Fig. 6). In contrast, Dhr1p-HA is totally released 
from the column after 1 M KCl washes. These results confirm 
that Nop19p stably interacts with Dhr2p-HA and Utp25p-HA 
Figure 5. Nop19p and U3 processome assembly. (A) Depletion of Nop19p in yeast does not affect the incorporation of components of the UTp-A, 
UTp-B or UTp-c modules within preribosomes. strains expressing TAp-tagged versions of Utp17p, pwp2p, Utp22p or Rrp5p that were otherwise WT 
or expressing 3hA-Nop19p under the control of the GAL1 promoter were transferred from galactose- to glucose-based medium and grown for 3 h. 
Total extracts prepared from these cells were sedimented through sucrose gradients. Western blot experiments were carried out using rabbit pAp 
to detect TAp-tagged proteins in the different fractions. (B) sedimentation profile of Nop19-TAp in WT cells (upper left part) or in cells lacking Utp17p 
(upper right part), pwp2p (lower left part) or Rrp5p (lower right part). The GAL1::UTP17, GAL1::PWP2 and GAL1::RRP5 strains expressing Nop19-TAp were 
shifted from galactose- to glucose-containing medium and grown for 14 h, to deplete the corresponding proteins. As a control, the Nop19::TAp strain 
grown in the presence of glucose was used. Total extracts prepared from these cell samples were sedimented through sucrose gradients. The proteins 
contained in each fraction were analyzed by western blotting using pAp antibodies to detect Nop19-TAp.
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protein required for early cleavages of the pre-rRNAs leading to 
the production of the 40S ribosomal subunit.
We have shown by coimmunoprecipitation experiments 
that Nop19p interacts physically with the RNA components of 
the 90S preribosomal particles including U3 snoRNA and to a 
lesser extent with pre-40S particles. Upon Nop19p depletion, 
we observed a rapid depletion of the mature 18S rRNA. This 







ages as Nop19p depletion results in the accumulation of the 35S 
and the 23S pre-rRNA concomitantly with a loss of the 20S pre-
rRNA, the direct precursor of the mature 18S rRNA. A strik-
ing feature of the coprecipitation data was the strong recovery of 
the aberrant 23S RNAs with Nop19p. This RNA is detectable 
in wild-type cells, but at very low levels, and is strongly enriched 
in the Nop19p-TAP immunoprecipitate. These data suggest that 
the association of Nop19p with the presumably defective preribo-
somes that contain the 23S, is more stable than the association 







 cleavages are required for the release of Nop19p 
from pre-ribosomal particles.
Our results show that Nop19p is not required for the asso-
ciation of components of the tUTP/UTP-A (Utp17p), UTP-B 
(Pwp2p) and UTP-C (Utp22p) complexes as well as Rrp5p 
with the 90S preribosomes. These results indicate that these 
suggesting stable association of these two factors with Nop19p-
TAP, althought to a lesser extend as compared with Dhr2p and 
Utp25p. UTP-C factor (Utp22p-HA), as well as Rrp5p-HA are 
still associated to Nop19p-TAP at 1 M salt concentration but are 
released from the column during 2 M KCl washes. All together, 
these results suggest that Nop19p is specifically and stably associ-
ated to Dhr2p and Utp25p. Moreover, stable association between 
Nop19p and UTP-A and UTP-B components were identified. 
Nop19p also appeared associated with UTP-C subcomplex and 
Rrp5p, to a lower extent however.
We next determined whether Nop19p is required for the incor-
poration of Dhr2p and Utp25p within the SSU processome. For 
this purpose, we compared the sedimentation profiles of Dhr2p-
TAP and Utp25p-TAP in WT and Nop19p-depleted cells (Fig. 
7). Western blot analysis of gradient fractions showed that Dhr2p 
concentrates in two broad peaks in WT cells. The lower peak 
of Dhr2p-TAP (fractions 11–14) may correspond to the SSU 
processome/90S preribosome whereas the slower sedimenting 
fractions (fractions 1–3) probably represents the free protein plus 
small protein complex(es). Signal is also observed in fractions 
8–10 suggesting few amounts of Dhr2p are present in pre-40S 
and/or pre-60S particles. In Nop19p-depleted cells, Dhr2p was 
still present in heavy fractions, suggesting Nop19p is not required 
for its incorporation into the preribosomes. Interestingly, Dhr2p 
was no more detected in top fractions while it concomitantly 
accumulated in fractions 7–9. These results probably reflect 
that in absence of Nop19p, Dhr2p is trapped within stalled pre-
ribosomes containing the aberrant 23S pre-rRNA avoiding its 
recycling.
In accordance with observations by other,37 Utp25p is pres-
ent in high molecular mass fractions probably corresponding to 
SSU processome/90S and pre-40S preribosomes (Fig. 7B). These 
results were also assessed by co-immunoprecipitation experi-
ments which confirmed that Utp25p is associated with both the 
35S and 20S pre-rRNAs (Sup. data Fig. S2) data not shown. In 
absence of Nop19p, very weak signal was observed in high molec-
ular complexes whereas signal strongly increased in top fractions. 
This data suggest that the incorporation of Utp25p into preri-
bosomes is affected in absence of Nop19p. In these conditions, 
Utp25p accumulates in the pool of free proteins and/or small 
protein complexes.
Discussion
The assembly and maturation of preribosomes mobilize numer-
ous trans-acting factors and snoRNPs associating transiently with 
the preribosomal particles in the nucleolus, the nucleoplasm and 
the cytoplasm to promote the formation of translation-compe-
tent ribosomal subunits. Many components of early preribosomes 
have been identified. However, most of them are only partially 
characterized. The current challenges in the field are to exhaus-
tively establish the list of these components and to understand 
their precise function in the assembly and maturation processes 
of preribosomal particles. We report here the characterization of 
the YGR251W gene we called NOP19, encoding a novel nucleolar 
Figure 6. TAp purification of Nop19p-TAp under stringent conditions. 
(A) Nop19p-TAp was affinity purified under native conditions (see Ma-
terials and Methods). Nop19p-TAp-containing complexes bound to IgG 
were extensively washed with buffers containing 200 mM, 1 M or 2 M 
salt (Kcl) concentration before Tev elution. Final purified samples were 
separated by sDs-polyacrylamide gel electrophoresis and observed 
after silver staining coloration. samples were next subjected to mass 
spectrometry analysis. (B) proteins specifically associated with Nop19p. 
Interactions identified by mass spectrometry analysis were individually 
verified. 3hA-tag versions of proteins of interest (Dhr2p, Utp25p, Dhr1p, 
Utp17p, pwp2p, Utp22p, Rrp5p) were expressed in a NOP19::TAP back-
ground strain. Total extracts were immobilized on IgG and submitted to 
extensive washes with buffers containing 200 mM, 1 M or 2 M salt (Kcl) 
before elution. eluted proteins were analyzed by western blotting using 
pAp and hA antibodies.
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TAP experiments under stringent conditions identified stable 
interactions between Nop19p and both Dhr2p and Utp25p. 
These two factors are known to be part of the U3 proces-
some.14,33,36,37 The fact that these interactions resist to 2 M salt 
washes after immunoprecipitation suggests that Nop19p interacts 
preferentially with Dhr2p and Utp25p.







 cleavages and so on for 18S rRNA production.32 It was often 
proposed that SSU processome RNA helicases such as Dhr2p 
probably interact transiently with preribosomes and thus are not 
always detectable in tandem affinity purified particles. This made 
up difficult to get insight into the precise function of this group 
of factors. However, Dhr2p has been shown to be associated in 
vivo with U3 processome components including U3 snoRNA, 
Mpp10p,33 Utp22p34 and Nop9p.35 Here we have shown that 
Dhr2p is stably associated with Nop19p. Dhr2p is recruited on 







 cleavages in WT cells. In absence of Nop19p, Dhr2p 
remains associated with some preribosomes, probably stalled pre-
ribosomes containing the aberrant 23S pre-rRNA. This avoids its 
recycling since no more free Dhr2p can be detected in gradient 
analysis. One hypothesis is that Nop19p directly participates in 
the release of Dhr2p from preribosomes in WT cells. However, 
modules assemble independently from Nop19p. These data also 
suggest that Nop19p is likely not a component of the tUTP/
UTP-A subcomplex, as the incorporation of which is a prerequi-
site for the recruitment of most subsequent modules. Moreover, 
tUTP/UTP-A components are believed to be required for the 
transcription of the pre-rRNA or stability of the nascent tran-
script.16,17 Pulse chase experiments clearly revealed robust ongo-
ing rDNA transcription in Nop19p-depleted cells. All together, 
these results strongly suggest Nop19p is not a bona fide com-
ponent of the tUTP/UTP-A subcomplex. Conversely, compo-
nents of tUTP/UTP-A, UTP-B and UTP-C complexes as well 
as Rrp5p are not required for the association of Nop19p with the 
90S preribosome. It therefore appeared unlikely that Nop19p is 
a component of UTP-C subcomplex as it is still incorporated in 
the particle in absence of Rrp5p. One possibility is that Nop19p 
could be a component of UTP-B subcomplex. This hypothesis 
is supported by our co-immunoprecipitation data. Pwp2-HA 
is indeed efficiently co-immunoprecipitated with Nop19-TAP, 
even after high salt concentration treatment. Alternatively, 
Nop19p may be recruited to the 90S preribosomes, indepen-
dently of the assembly of UTP modules. Actually, less than 
50% of the 90S preribosome proteins are assigned to UTP 
subcomplexes.14
Figure 7. Depletion of Nop19p affects the sedimentation profile of Dhr2p and Utp25p. strains expressing TAp-tagged versions of Dhr2p (A) and 
Utp25p (B) that were otherwise WT or expressi g 3hA-Nop19p under the control of the GAL1 promoter were transferred from galactose- to glucose-
based medium and grown for 3 h. Total extracts prepared from these cells were sedimented through sucrose gradients. Western blot experiments 
were carried out using rabbit pAp to detect TAp-tagged proteins in the different fractions.
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NOP19 open reading frame in DHR1::TAP, DHR2::TAP, 
UTP25::TAP, RRP5::TAP, UTP17::TAP, PWP2::TAP and 
UTP22::TAP strains respectively. The GAL1::3HA::RRP5 strain 
expressing Nop19p-TAP was constructed as follows: a PCR cas-
sette containing the kanR selectable marker, GAL1 promoter 
and the 3HA-tag sequence was amplified by PCR from plasmid 
pFA6a-KanMX6-PGAL1-3HA27 using 912/913 primers (Table 
1). The PCR fragment was inserted by homologous recombina-
tion upstream of the chromosomal RRP5 open reading frame in 
NOP19::TAP strain. Transformants were selected using G418 
and screened by immunoblotting.
The Gal::UTP17 and Gal::PWP2 strains expressing Nop19p-
TAP were constructed by one-step PCR using pFA6a-KanMX6-
PGAL1 27 amplified with OMG054/OMG055, OMG050/
OMG051, respectively.29 The PCR fragment was inserted by 
homologous recombination upstream of the chromosomal 
UTP17 or PWP2 open reading frame in NOP19::TAP strain. 
Transformants were selected for kanamycin resistance and histi-
dine prototrophy and screened by immunoblotting.
The PWP2::3HA, UTP17::3HA, UTP22::3HA, DHR2::3HA, 
DHR1::3HA, RRP5::3HA, UTP25::3HA strains expressing 
Nop19p-TAP were constructed by a one-step PCR using pFA6a-
3HA-KanMX6 27 amplified by primer couples 914/915, 916/917, 
918/919, 920/921, 922/923, 793/792, 924/926 respectively. 
The PCR fragments were inserted by homologous recombina-
tion downstream of the chromosomal PWP2, UTP17, UTP22, 
DHR2, DHR1, RRP5, UTP25 open reading frames respectively 
in NOP19::TAP strain. Transformants were selected for kana-
mycin resistance and histidine prototrophy and screened by 
immunoblotting.
The NOP19::YFP strain containing a plasmid pUN100 
NOP1::mCherry was constructed as followed: a PCR cassette 
containing URA3 gene from K. lactis as selectable marker and 
YFP-tag sequence was amplified by PCR from the plasmid pFA6a-
YFP-URA using primers 700 and 701 (Table 1). The PCR frag-
ment was inserted by homologous recombination downstream in 
NOP19::TAP strain using the Swap-tag method.38 Transformants 
were selected for uracile prototrophy and screened by immunob-
lotting. In a second step, plasmid pUN100 NOP1::mCherry39 
was transformed in the resulting strain. For the complete yeast 
strains used in this study, see Table 2.
Fluorescence microscopy. For fluorescence microscopy, 
cells were grown in YPD medium at 30°C to an OD
600
 of 0.6. 
Aliquots were collected, washed and resuspended in dextrose-
containing YNB supplemented with the needed amino acids. 
After washing, the cells were mounted on a slide and observed 
in the fluorescence microscope IX-81 (Olympus) equipped with 
a polychrome V monochromator and a CoolSNAP HQ cam-
era (Roper Industries). Digital pictures were processed using 
Photoshop software (CS3 version; Adobe).
Western analyses. Proteins from total extracts, obtained from 
gradient fractions after TCA precipitation or from immunopre-
cipitated pellets were separated on 4–12% polyacrylamide/SDS 
gels (Invitrogen) and transferred to hybond-ECL membranes 
(GE Healthcare). Nop1p was detected as described in reference 
40. TAP-tagged proteins were detected using rabbit PAP (Sigma) 







due to the absence of Nop19p may be the direct cause of Dhr2p 
retention on preribosomes.
Utp25p was shown to provide a connection between UTP-B 
component (Utp21p) and Mpp10p subcomplexes.36 Our data 
identified strong interactions between Nop19p and both Utp25p 
and the UTP-B subcomplex (Pwp2p). All together these data sug-
gest that Utp25p and Nop19p can act together to bridge UTP-B 
and Mpp10p subcomplexes. It was largely proposed that this type 
of inter-subunit interactions promotes spatial and temporal asso-
ciation of the various subcomplexes during ribosome biogenesis. 
Actually, such a role for Utp25p and Nop19p remains unclear as 
none of them are required for proper loading of UTP subcom-
plexes within the 90S preribosomes (reviewed in ref. 36 and Figs. 
5 and 7). Alternatively, Utp25p and Nop19p may contribute to 
fine-tune positioning of UTP-B and Mpp10p subcomplexes one 
relative to the other. Gradient analysis revealed that Nop19p is 
required for proper association of Utp25p with preribosomes. It’s 
still unclear whether prior association of both protein is required 
for their integration within the 90S preribosome or if Nop19p 
association to preribosomes is a prerequisite to Utp25p loading 
onto the particle.
Materials and Methods
Strains, media, plasmids and cloning. Standard procedures 
were used for the propagation of yeast using YPD medium (1% 
yeast extract, 2% peptone and 2% glucose), YPG medium (1% 
yeast extract, 2% peptone and 2% galactose) or YNB medium 






 and 2% glucose 
or galactose) supplemented with the required amino acids. Yeast 
strains used in this study were derivatives of S. cerevisiae S288C 
or BY4741, originating from the S288C background (MATa, 
his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0). NOP19::TAP, DHR2::TAP, 
DHR1::TAP, RRP5::TAP, UTP17::TAP, UTP22::TAP, 
PWP2::TAP, UTP25::TAP strains were purchased from Open 
Biosystems where insertion of the tandem affinity purifica-
tion (TAP) cassette was selected using HIS3MX6 marker. The 
GAL1::3HA::NOP19 strain, expressing 3HA-Nop19p under 
the control of a GAL1 promoter was constructed as follows: a 
PCR cassette containing kanamycin resistance (kanR) select-
able marker, GAL1 promoter and the 3HA-tag sequence was 
amplified by PCR from the plasmid pFA6a-KanMX6-PGAL1-
3HA27 using primers 903 and 905 (Table 1). The PCR frag-
ment was inserted by homologous recombination upstream of 
the chromosomal NOP19 open reading frame in BY4741 strain. 
Transformants were selected for resistance to kanamycin and 
screened by immunoblotting.
The DHR1::TAP, DHR2::TAP, UTP25::TAP, RRP5::TAP, 
UTP17::TAP, PWP2::TAP and UTP22::TAP strains express-
ing 3HA-Nop19p under the GAL1 promoter control were con-
structed as follows: a PCR cassette containing the kanR selectable 
marker, GAL1 promoter and the 3HA-tag sequence was amplified 
by PCR from plasmid pFA6a-KanMX6-PGAL1-3HA27 using 
primers 903 and 905 (Table 1). The PCR fragment was inserted 
by homologous recombination upstream of the chromosomal 
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Tris-Cl [pH 8], 5 mM MgCl
2
, 0.2% Triton X100, 150 mM KCl) 
supplemented with 1 mM dithiothreitol, 1x Complete EDTA-
free protease inhibitor cocktail (Roche), 0.5 mM PMSF and 50 
μg/ml cycloheximide. Extracts were clarified by centrifugation 
at 13,000 rpm and 4°C for 10 min and quantified by measur-
ing absorbance at 260 nm. About 10 A
260
 units were loaded on 
4.5% to 45% (w/v) sucrose gradients in specicific buffer (50 
mM Tris-Acetate [pH 7.5], 50 mM NH
4
Cl, 12 mM MgCl
2
). 
diluted 10,000 fold. HA-tagged proteins were detected using 
anti-HA peroxydase antibodies (Roche) diluted 1,000 fold.
Sucrose gradient sedimentation experiments. Cells were 
grown exponentially and treated for 30 min with 50 μg/ml 
cycloheximide (Sigma) added directly to the culture medium. 
Cells were collected by centrifugation, frozen in liquid nitrogen 
and broken with in a mortar. Dry extracts were resuspended 
with approximately 1 volume of ice-cold A150 buffer (20 mM 
Table 1. List of oligonucleotides used in this study
Primers Sequence
700 TcG ATG AAT TcG AGc TcG TT
701 GGT cGA cGG ATc ccc GGG TT
792 GcT AAA GcT AcT GAG TAT GTc GcT AGc cAT GAA TcT cAA AAA GcA GAc GAA cGG ATc ccc GGG TTA ATT AA
793 cTA TGT AcT TTA cAA ATA TAc TTT AcA AAc TTA Gcc ATT TAT ATT AcT TTA cGA ATT cGA GcT cGT TTA AAc
903 GAc GGc cTG TAA TTG Acc TGc GAc GcG GGc AAT TTc TAG cGG AAT TcG AGc TcG TTT AAA c
905 GcT TGc AAG TTG AGc TTc TcT TGT AAT TcT TTG Gcc cTA cTc ATG cAc TGA GcA GcG TAA TcT G
908 TGc TAT AAA AAT GcA ATT AcA Acc cAA TAc TAA TAA TAG AGT GTc TTA AGA AAT ATA AGT GAA TTc GAG cTc GTT TAA Ac
909 GTT cTT TTA ATT TGG ccA TAT GGc cGG ATc TGG cTT TTT cAT TAA Acc TTT TTc TGT AAG TAc cGc AcT GAG cAG cGT AAT cTG
910 cAT cTA cAG TTG ATA cAG TAT Acc GTA TTA TcT TTc cTc GGT AGT GTT cAG AGA ATT cGA GcT cGT TTA AAc
911 cTG AAA GTA GAc TGG AGT TTc GcT TGc AAG TTG AGc TTc TcT TGT AAT TcT TTG Gcc cTA cTG cAc TGA GcA GcG TAA TcT G
912 GcT ATT AGT ATc TAc TAc TAc AGT cTG AAT cAA GGA ccG GAA TTc GAG cTc GTT TAA Ac
913 ccT cGA AAG TGG AAA ATc TTc ATc TcT cTT TcT TTT GGT GGA AGc TAc GcA cTG AGc AGc GTA ATc TG
914 GTT cTA TAc TTG GGG AAT AcA TGA TGT GAA TGT GcA TAA ATA GAG GAc AGG AAT TcG AGc TcG TTT AAA c
915 GTc TAA TGA AAA TGA TTc cAG TGA TGA AGA AGA AAA TGA GAA AGA GcT Tcc TcG GAT ccc cGG GTT AAT TAA
916 GGc TGc TTT AAT TAT TTA ATA TTA TAc AGA TAc TTc TAA AAG TTA TGA TTT TGG AAT TcG AGc TcG TTT AAA c
917 cAA AAc GTG cAA ATG GAT AcA TTT TTT GAT cGT GTG ATG AAA GTA TTA AcA cGG ATc ccc GGG TTA ATT AA
918 cAT ATA TAT ATA TAT ATA TAT ATA TAT Acc TTT ATA TcT ATT TTG GAT ATc cAA TGG AAG GAA TTc GAG cTc GTT TAA Ac
919 cAT GAG ATT GcT GcA TTc GGG AAT GAc ATG GTT ATA AAT TTT GAG AcA GAT cGG ATc ccc GGG TTA ATT AA
920 GcT cTA TAA ATT AcA TTA AAT Gcc TTT ATA TAc AAT AAA AAT GcG cTA AGG AAT TcG AGc TcG TTT AAA c
921 GAA GTT GTc AcT AAT GcA Gcc GcT GTA GcA AAG cAA AAA GTT TcT GAT TcA AAA cGG ATc ccc GGG TTA ATT AA
922 TAG ATA GGA ATA ATG TAT TcT Tcc TAT ATG TTc TTA TAT AAT GAA AcT cTA TTT cGA ATTcGA GcT cGT TTA AAc
923 ATc Acc AGA AAG GGG cTT ccA GAc cAT cAc AGG TGA AGA GAA AGA AAA AAA AcG GAT ccc cGG GTT AAT TAA
924 GcG ATT AAA AGT ATT TGT GAA TGA TAA TAT TcT TcA TTG TGT AcT cTA TAc ATT GTG GcG AAT TcG AGc TcG TTT AAA c
926 cGA AAA GAG cAG cTG TAT TAT cGc ATG cAc AAA AGG AAA TTT ATG AAT TTA AAc GGA Tcc ccG GGT TAA TTA A
004 5'-cGG TTT TAA TTG Tcc TA
005 5'-ATG AAA AcT ccA cAG TG
007 5'-cTc cGc TTA TTG ATA TGc
008 5'-cAT GGc TTA ATc TTT GAG Ac
017 5'-GcG TTG TTc ATc GAT Gc
020 5'-TGA GAA GGA AAT GAc GcT
041 5'-cTA cTc GGT cAG GcT c
200 5'-UUA UGG GAc UUG UU
209 5'-GGA AGG TcT cTA AAG AAG
218 5'-cAT GGG TcA AGA AcG ccc cGG AGG GG
228 5'-cAT ccA GcT cAA GAT cG
231 5'-ATG TcT GcA GTA TGG TTT TAc
271 5'-GAT TGT ccA cAc AcT TcT
1000 5'-cAA AAG AGG cTG AcG TT
1016 5'-ATA ccG GTc cTT GGA AT
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Tandem affinity purifications. Cell pellets (corresponding to 
about 5 x 1010 cells) frozen in liquid nitrogen were broken in a 
mortar and resuspended in A200 KCl buffer (20 mM Tris-Cl 
[pH 8.0], 5 mM MgAc, 200 mM KCl, 0.2% Triton X-100) 
supplemented with 1 mM dithiothreitol, 1x Complete EDTA-
free protease inhibitor cocktail (Roche) and 0.5 U/μl RNasin 
(Promega).
For TAP purifications under native conditions. Cell extracts 
were clarified by centrifugation at 14,000 rpm (21,000x g) for 
10 min at 4°C. Clarified extracts were incubated with 200 μl 
(bed volume) of IgG-Sepharose beads (GE Healthcare) for 4 h 
on a rocking table. Beads were split in 3 different columns and 
were extensively washed with A200, A1000 or A2000 buffers 
(A1000 corresponds to A200 buffer except 1 M KCl, A2000 cor-
responds to A200 buffer except 2 M KCl). Columns were next 
equilibrated with ice-cold TEV cleavage buffer (10 mM Tris-Cl 
[pH 8.0], 150 mM NaCl, 0.1% NP-40, 0.5 mM EDTA, 1 mM 
dithiothreitol). Beads were resuspended with 1 ml of TEV cleav-
age buffer and incubated for 2 h at 16°C on a rocking Table 
in the presence of 100 units of ActTEV protease (Invitrogen). 
Eluted samples (about 1 ml) were mixed with 3 ml of calmodulin 
Gradients were centrifuged for 150 min at 39,000 rpm and 4°C 
in an Optima L-100XP Ultracentrifuge (Beckman-Coulter) 
using the SW41Ti rotor without brake. Following centrifugation, 
17 fractions of approximately 600 μl (33 s) each were collected 
from the top of the gradients by use of a Foxy Jr. fraction collector 
(Teledyne ISCO). The absorbance at 254 nm was measured dur-
ing collection with a UA-6 device (Teledyne ISCO).
RNA extractions and northern hybridizations. RNA extrac-
tions and northern hybridizations were performed as previously 
described in reference 41. For high molecular weight RNA analy-
sis, 2 μg of total of RNA were glyoxal denatured and resolved on 
a 1.2% agarose gel. Low molecular weight RNA products were 
resolved on 8% Polyacrylamide/8.3 M urea gels. Oligonucleotides 
used for northern hybridizations are listed in Table 1.
Immunoprecipitations. Total cell extracts were prepared 
from strains expressing TAP-tagged proteins or untagged 
strains as control. Growing cells were frozen in liquid nitrogen 
and broken in a mortar. Immunoprecipitations and analysis of 
coprecipitated RNAs were performed as previously described 
in reference 42. Tot/IP ratios loaded were 1/10 for agarose and 
acrylamide gels.
Table 2. List of yeast strains used in this study
Strains Name Description
481 NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 YGR251W-TAP-HIS3
482 UTP25::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 YIL091C-TAP-HIS3
694 GAL1::3HA::NOP19 MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6
702 NOP19::YFP  NOP1::mCherry MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 YGR251w-YFP-URA3  UN100-mCherry-NOP1
948 DHR1::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 DHR1-TAP-HIS3
949 DHR2::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 DHR2-TAP-HIS3
950 RRP5::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 RRP5-TAP-HIS3
952 PWP2::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 PWP2-TAP-HIS3
953 UTP17::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 UTP17-TAP-HIS3
954 UTP22::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 UTP22-TAP-HIS3
956 GAL1::3HA::NOP19   DHR1::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 DHR1-TAP-HIS3
957 GAL1::3HA::NOP19   DHR2::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 DHR2-TAP-HIS3
958 GAL1::3HA::NOP19   RRP5::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 RRP5-TAP-HIS3
960 GAL1::3HA::DHR1   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-DHR1-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
961 GAL1::3HA::DHR2   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-DHR2-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
962 GAL1::3HA::RRP5   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-RRP5-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
965 RRP5::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 RRP5-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
966 DHR1::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 DHR1-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
967 DHR2::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 DHR2-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
968 UTP17::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 UTP17-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
969 PWP2::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 PWP2-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
970 UTP25::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 UTP25-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
971 UTP22::3HA   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 UTP22-3HA-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
995 GAL1::3HA::NOP19   UTP17::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 UTP17-TAP-HIS3
996 GAL1::3HA::NOP19   PWP2::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 PWP2-TAP-HIS3
997 GAL1::3HA::NOP19   UTP22::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-YGR251W-KanMX6 UTP22-TAP-HIS3
998 GAL::UTP17   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-UTP17-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
999 GAL::UTP22   NOP19::TAP MATa his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0 pGAL-PWP2-KanMX6 YGR251W-TAP-HIS3
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over the 300–2,000 m/z range were followed by MS/MS scans 
of the five most intense ions. The Mascot Daemon software 
(version 2.2.0.3, Matrix Science) was used to perform database 
searches in batch mode with all the raw files acquired against 
Saccharomyces cerevisiae Swiss-Prot TrEMBL database (UniProt 
15.5). Mascot results were parsed with the in-house developed 
software Mascot File Parsing and Quantification (MFPaQ) ver-
sion 4.0.0,45,46 and an identified protein was considered a hit if 
it was identified with at least two peptides with a score greater 
than the significance threshold score for a probability p < 0.05 
or at least one peptide with a score greater than the significance 
threshold score for p < 0.001, as determined by the Mascot 
Search program.
Specific protein partners of Nop19p (YGR251w) were identi-
fied by a differential semi-quantitative analysis with the control 
(Saccharomyces cerevisiae BY4741) identified proteins using the 
MS/MS spectral counting method adapted from Liu et al.
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binding buffer (10 mM Tris-Cl [pH 8.0], 150 mM NaCl, 1 mM 
MgAc, 1 mM imidazole, 2 mM CaCl
2
, 0.1% NP-40, 10 mM 
β-mercaptoethanol) and 3 μl of 1 M CaCl
2
 and incubated with 
200 μl of calmodulin beads (Stratagene) at 4°C for 1 h on a 
rocking table. Beads were washed with 40 ml of calmodulin 
binding buffer and proteins were eluted by the addition of 6 x 
200 μl of calmodulin elution buffer (10 mM Tris-Cl [pH 8.0], 
150 mM NaCl, 1 mM MgAc, 1 mM imidazole, 2 mM EGTA, 
0.1% NP-40, 10 mM β-mercaptoethanol). Eluted proteins were 
precipitated with 20% trichloroacetic acid (TCA), rinsed with 
acetone and resuspended with 20 μl of 1x SDS gel-loading buf-
fer (40 mM Tris-Cl [pH 6.8], 2% SDS, 10% glycerol, 25 mM 
dithiothreitol, 0.1% bromophenol blue). Samples were loaded on 
4–12% Bis-Tris gels. Gels were briefly (15 min) stained with silver 
staining solution (Fermentas), and pieces of gels containing the 
samples were excised. The proteins contained in these samples 
were analyzed by mass spectrometry as described in reference 43.
Pulse chase analysis. Metabolic labeling of pre-rRNAs was 
performed as previously described in reference 44, with the fol-
lowing modifications. Strains were pre-grown in synthetic galac-
tose medium lacking adenine and transferred to glucose medium 
lacking adenine for 3 h (GAL1::3HA::NOP19). Cultures at OD
600
 
0.8 were labeled with [8-3H] adenine (TRK343, Amersham) for 
2 min followed by a chase with excess cold adenine. 1 ml samples 
were collected 1, 2, 5, 10, 20 and 30 min following the addition 
of cold adenine and cell pellets were frozen in liquid nitrogen. 
RNAs were then extracted and precipitated with ethanol.
NanoLC-MS/MS and data analyses. Gel bands were excised 
and proteins were subjected to in-gel reduction and alkyla-
tion followed by in-gel tryptic digestion using modified por-
cine trypsin (Promega, Lyon, France). Concentrated peptide 
extracts were dissolved in 15 μL of 0.05% TFA in 10% ACN 
and analyzed by online nanocapillary HPLC (Ultimate3000, 
Dionex) coupled to an LTQ-Orbitrap XL mass spectrometer 
(Thermo Fisher Scientific, Bremen, Germany). Peptides were 
separated on a 75 μm ID x 15 cm C18 column (packed in-house 
with Reprosil C18-AQ Pur 3 μm resin, Dr. Maisch; Proxeon 
Biosystems, Odense, Denmark) after loading onto a 300 μm ID 
x 5 mm PepMap C18 precolumn (Dionex). Peptides were eluted 
using a 5 to 50% linear gradient of solvent B in 55 min (solvent 
A was 0.2% formic acid in 5% ACN and solvent B was 0.2% 
formic acid in 80% ACN). Data were acquired in data-depen-
dent scan using a 60 s dynamic exclusion window. MS scans 
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Figure S1 : TAP of Nop19pTAP under stringent conditions. 
Nop19p-TAP was affinity purified under stringent conditions using 2M salt washes (see Materials and Methods). As a 
control, the parental WT strain, devoid of TAP-tagged protein, was handled similarly in each case. Purified samples were 
separated by SDS-polyacrylamide gel electrophoresis and stained with coomassie protein staining solution. Some 
coomassie-stained bands were excised and polypeptides contained in these bands were subjected to in-gel trypsin diges-
tion. The resulting peptides were analyzed by Mass spectrometrie as described in Materials and Methods. The bands 
containing Nop19p, Dhr2p or Utp25p are indicated by arrows. * indicate bands that are mainly contaminants frequently 
found in our TAP purifications.























a. Discussion et perspectives :  
Afin de déterminer les partenaires préférentiels de Nop19p, nous avons réalisé une 
purification des complexes contenant Nop19p-TAP en condition drastique que nous avons 
couplée à de la spectrométrie de masse. Cela nous a, en partie, permis de comprendre le rôle 
de Nop19p dans l’assemblage du SSU Processome. En effet, nous avons montré que 
l’assemblage de Nop19p était requis pour le recrutement de Utp25p au sein du SSU 
Processome ainsi que pour la dissociation de Dhr2p de la particule pré-ribosomique après les 
clivages aux sites A0, A1 et A2 (Choque et al., 2011). Les résultats de cette expérience 
suggèrent que Grc3p, Enp2p et Brf2p, trois protéines requises pour une maturation correcte 
des ARNr, seraient aussi des partenaires préférentiels de Nop19p. 
i. Grc3p, Enp2p et Bfr2p : partenaires préférentiels putatifs de Nop19p. 
Afin de déterminer les facteurs auxquels Nop19p s’associe préférentiellement, les 
complexes contenant Nop19p-TAP ont été purifiés par affinité du marqueur aux billes d’IgG 
Sépharose et soumis à des lavages drastiques en forte condition saline (2M KCl). Il a été 
décrit, qu’à cette concentration, l’affinité entre l’IgG Sépharose et le marqueur TAP est 
conservée, mais que la plupart des facteurs sont dissociés des particules pré-ribosomiques 
(Henras et al., 2004). Les polypeptides co-purifiés avec Nop19p après ce traitement draconien 
ont été identifiés par spectrométrie de masse. Nop19p interagirait donc préférentiellement 
avec les protéines Dhr2p et Utp25p, requises pour les étapes précoces de la biogenèse du 
ribosome ; Grc3p, requise pour la maturation de la grande sous-unité et la terminaison de la 
transcription de l’ADNr ; Enp2p et Bfr2p, requises pour la maturation de la petite sous-unité. 
Si les interactions de Nop19p avec Utp25p et Dhr2p ont déjà été individuellement confirmées, 
la même stratégie devra être appliquée pour vérifier les interactions de la protéine avec Grc3p, 
Enp2p et Bfr2p (Choque et al., 2011). 
1. Grc3p, une protéine requise pour la transcription de l’ADNr, jouerait un 
rôle dans les étapes précoces de la biogenèse du ribosome ainsi que dans la 
maturation de la grande sous-unité. 
Une étude à grande échelle a montré que la polynucléotide kinase, Grc3p, joue un rôle 
dans la biogenèse du ribosome (Peng et al., 2003). L’absence de Grc3p entraîne une forte 
accumulation du pré-ARNr de 35S, ainsi que des pré-ARNr de 23S et de 27SB, concordant 






 explique la diminution simultanée des ARNr matures. Nous supposons donc que Grc3p aurait 
deux rôles distincts dans la biogenèse du ribosome.  
Dans un premier temps, l’absence de Grc3p entraîne l’accumulation des pré-ARNr de 
35S et de 23S concordant avec la diminution des pré-ARNr de 27SA2 et de 20S ainsi que de 
l’ARNr de 18S. Ces résultats suggèrent que, comme Nop19p, Grc3p serait requise pour les 
clivages précoces aux sites A0, A1 et A2. Il reste cependant à déterminer si l’assemblage 
d’une de ces deux protéines est requis pour le recrutement de l’autre au sein du SSU 
Processome. Il est aussi possible qu’elles ne soient recrutées indépendamment et interagissent 
plus tard au sein de la particule pré-ribosomique. De plus, on peut se demander quel rôle 
l’interaction entre ces deux protéines peut avoir au sein du SSU Processome et quel est 
l’intérêt de recruter une polynucléotide kinase au sein du SSU Processome.  
Dans un second temps, l’accumulation du pré-ARNr de 27SB et la diminution de 
l’ARNr de 25S en absence de Grc3p suggère que la protéine joue un rôle dans la maturation 
de la grande sous-unité du ribosome. En accord avec cette hypothèse, il a été montré que 
Grc3p co-immunoprécipite avec la protéine Rai1p. Rai1p est un co-facteur de Rat1p, 
l’exonucléase 5’-3’ responsable de la maturation de l’extrémité 5’ des ARNr de 5.8SS et de 
25S (Kufel et al., 1999 ; Sydorskyy et al., 2003). On peut donc penser que Grc3p serait 
recrutée précocement à l’aide de Nop19p au sein du SSU Processome puis resterait associée à 
la particule pré-ribosomique contenant le pré-ARNr de 27SA2, après les clivages aux sites 
A0, A1 et A2. Alors Grc3p interagirait avec Rai1p, requise pour l’activité de Rat1p dans la 
maturation du pré-ARNr. Cependant, Grc3p pourrait aussi être recruté indépendamment à 
deux moments différents de la biogenèse du ribosome. 
Grc3p est requise pour la terminaison de la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I 
(Braglia et al., 2010). Il a été proposé que Grc3p permettrait de contourner une activité 
phosphatase indéterminée pour maintenir la phosphorylation de l’extrémité 5’ de l’ARN en 
cours de transcription, après le clivage du pré-ARNr à son extrémité 3’-ETS par Rnt1p 
(Braglia et al., 2010). Cette phosphorylation serait requise pour le recrutement de 
l’exonucléase Rat1p sur l’ARN naissant. Cela permettrait la mise en place du mécanisme de 
torpille et, de ce fait, la dissociation de l’ARN Pol. I marquant la terminaison de la 
transcription de l’ADNr (El Hage et al., 2008). L’ensemble des résultats obtenus lors de 
l’étude de Grc3p laisse entendre l’existence d’un lien entre la terminaison de la transcription 






peut penser que le rôle de Grc3p dans la maturation de la grande sous-unité du ribosome 
pourrait être similaire à son rôle dans la terminaison de la transcription. Grc3p pourrait aussi 
être requise pour maintenir la phosphorylation de l’extrémité 5’ du pré-ARNr de 27S, après le 
clivage au site A3. Cette phosphorylation serait requise pour le recrutement de Rat1p et la 
maturation de l’extrémité 5’ de l’ARNr de 5.8SS. Cependant, cela n’explique pas le 
recrutement précoce de Grc3p au sein du SSU Processome.  
L’exonucléase 5’-3’ Rat1p est aussi requise pour la maturation de l’extrémité 5’ de 
l’ARNr de 25S (Geerlings et al., 2000). On peut donc aller plus loin dans notre raisonnement 
et penser que Grc3p serait requise pour le maintien de la phosphorylation de l’extrémité 5’ 
des ARNs. Cela permettrait le recrutement de l’exonucléase Rat1p pour leur maturation ou 
leur dégradation. Cependant, Rat1p n’est pas requise pour la maturation de l’extrémité 5’ du 
pré-ARNr de 20S. Il est envisageable que, pour certains ARNs, il existe un mécanisme de 
protection de cette extrémité 5’. Après le clivage endonucléolytique au site A1, la 
déphosphorylation de l’extrémité 5’ du pré-ARNr de 20S par une phosphatase indéterminée 
pourrait empêcher le recrutement de Rat1p et l’hydrolyse du pré-ARNr. On peut aussi penser 
que l’extrémité 5’ du pré-ARNr de 20S puisse être protégée par une conformation spécifique 
du pré-ARNr ou grâce à l’assemblage de certains facteurs empêchant le recrutement de Grc3p 
ou de Rat1p. 
2. Enp2p et Bfr2p s’associeraient précocement à la particule pré-ribosomique. 
Enp2p et Brf2p sont deux facteurs  nucléolaires, essentiels et requis pour la maturation 
de la petite sous-unité du ribosome. La déplétion individuelle de ces protéines entraîne 
l’accumulation du pré-ARNr de 35S et la diminution concomitante du pré-ARNr de 20S et de 
l’ARNr de 18S (Li et al., 2009). Les profils de sédimentation des particules ribosomiques 
après la déplétion de chacune de ces protéines sont semblables à celui observé lors de la 
déplétion de Nop19p (Li et al., 2009 ; Choque et al., 2011). On observe une réduction 
drastique du pic de sédimentation de la petite sous-unité, du pic de sédimentation du ribosome 
mature et des pics de sédimentation des polysomes qui coïncide avec l’augmentation du pic 
de sédimentation de la grande sous-unité. Ces résultats suggèrent que les protéines Enp2p et 
Bfr2p, qui interagiraient ensemble, seraient requises pour la maturation de la petite sous-unité 
du ribosome (Krogan et al., 2006 ; Collins et al., 2007 ; Li et al., 2009 ; Pérez-Fernandez et 









On sait que la déplétion individuelle de la plupart des facteurs requis pour les étapes 
précoces de la biogenèse du ribosome entraîne une réduction de la quantité d’ARNr de 18S 
dans la cellule concomittante avec une accumulation des pré-ARNr de 35S et de 23S (Pour 
revue : Phipps et al., 2010). Suite à la déplétion de Enp2 ou de Bfr2p, on observe un profil 
d’accumulation des pré-ARNr atypique. Le pré-ARNr de 35S s’accumule tandis que la 
quantité des pré-ARNr de 27S et de 20S est largement réduite, de même que celle de l’ARNr 
de 18S. En revanche, le pré-ARNr de 23S ainsi que les ARNr de 25S et de 5.8S s’accumulent 
dans des proportions équivalentes à une souche sauvage (Li et al., 2009). Il semble donc que 
le défaut de maturation observé dans ces souches soit plus général qu’un défaut de clivages 
aux sites A0, A1 et A2. On peut penser que, dans ce cas, le pré-ARNr de 35S pourrait être 
clivé au site A3, le pré-ARNr de 23S résultant de ce clivage pourrait alors être rapidement 
ciblé par le système de contrôle qualité nucléolaire pour sa dégradation. Cela empêcherait son 
accumulation dans la cellule. Cependant, il se pourrait que la maturation du pré-ARNr de 35S 
soit complètement différente de la voie canonique de maturation des pré-ARNr en absence de 
Enp2p ou de Bfr2p. Il a été décrit qu’aucune de ces deux protéines ne co-immunoprécipite 
avec la protéine Mpp10p ou avec le snoARN U3 (Bernstein et al., 2004). Il a donc été proposé 
que Enp2p et Bfr2p ne seraient pas des facteurs du SSU Processome. Cependant, des 
expériences de co-immunoprécipitation montrent qu’elles interagissent avec de nombreux 
facteurs du SSU Processome (Grandi et al., 2002 ; Pérez-Fernandez et al., 2011). 
En dépit du peu de résultats disponibles sur ces deux protéines, une hypothèse pourrait 
être que Enp2p et Brf2p soient recrutées très précocement au sein de la particule pré-
ribosomique pour permettre, entre autre, le recrutement de Nop19p indépendamment des 
modules UTP-A, UTP-B, UTP-C et seraient dissociées avant l’incorporation du snoARN U3 
et de Mpp10p. L’observation, sur un gradient sucrose, d’une co-sédimentation de Nop19p 
avec les particules de faible poids moléculaire après déplétion de Enp2p ou Bfr2p nous 
permettrait de valider cette hypothèse. 
ii. Rôle de Utp25p dans l’assemblage du SSU Processome. 
Utp25p est une protéine nucléolaire requise pour la production de l’ARNr de 18S 
mature (Huh et al., 2003 ; Hazbun et al., 2003 ; Goldfeder and Oliveira, 2010 ; Charette and 
Baserga, 2010). Sa déplétion entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 23S ainsi que la 
diminution concomitante de la quantité d’ARNr de 18S (Li et al., 2009 ; Choque et al., 2011 








Figure 28 : Utp25p est requise pour la maturation de la petite sous-unité du ribosome. (A) 
Profil de sédimentation de Utp25p-TAP. (B) Profil de sédimentation en absence de Utp25p. 
Dans les deux cas, un extrait, issu d’une culture liquide en phase exponentielle de croissance, 
de UTP25::TAP ou de GAL1::3HA::UTP25 après 6h de déplétion en milieu glucose, a été 
déposé sur un gradient sucrose 4.5-45% pour sédimentation. 17 fractions ont été collectées. 
Le profil UV (absorbance : 254nm) détermine le profil d’accumulation des particules 
ribosomique. Les protéines et les ARNs totaux ont été purifiés à partir de chaque fraction 
collectée puis analysée par western blot, à l’aide de l’anticorps PAP, et par northern blot pour 
observer la sédimentation des (pré-)ARNr.  
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qu’avec le snoARN U3 (Choque et al., 2011 ; Fig. S2A). En outre, un crible double hybride 
établit l’existence d’interactions entre Utp25p, Mpp10p et Utp3p (Charrette and Baserga, 
2010), étayant les données obtenues par une étude protéomique (Krogan et al., 2006). 
L’ensemble de ces résultats confirme que Utp25p est un composant du SSU Processome 
(Dragon et al., 2002 ; Charrette and Baserga, 2010 ; Pour revue, Phipps et al., 2011).  
On observe qu’en condition native les pré-ARNr de 35S et de 23S co-sédimentent 
majoritairement au niveau des fractions de haut poids moléculaire (Figure 28, fractions 12 à 
17). Après déplétion de Utp25p (Gal::3HA::UTP25, déplétion 6h), ces pré-ARNr co-
sédimentent majoritairement au niveau de fractions moins lourdes (Figure 28, fraction 9 à 
11), suggérant un défaut d’assemblage du SSU Processome. L’observation, en microscopie 
électronique, d’étalements de chromatine après déplétion de Utp25p permettrait de confirmer 
ce défaut d’assemblage. Afin d’étudier le défaut d’assemblage putatif causé par la perte du 
facteur Utp25p, Baserga et ses collaborateurs ont réalisé des expériences de co-
immunoprécipitation (Charette and Baserga, 2010). Les résultats publiés suggèrent que les 
protéines Utp25p et Utp3p ne sont pas requises pour le recrutement des modules UTP-A, 
UTP-B, MPP10 et de la snoRNP U3 au sein du SSU Processome. La purification des 
complexes pré-ribosomiques associés à une protéine du module UTP-A ou UTP-B, en 
absence de Utp25p, réalisée en condition native puis couplée à de la spectrométrie de masse, 
nous permettrait de définir les facteurs qui composent ce pré-ribosome « avorté ». Cela nous 
indiquerait quels facteurs de maturation ne peuvent être recrutés au sein du SSU Processome 
en absence de Utp25p. De cette façon, nous pourrions comprendre dans quelle mesure la 
protéine affecte l’assemblage du SSU Processome.  
Des cribles doubles hybrides ont été réalisés entre divers facteurs du SSU Processome. 
Ils suggèrent que Utp25p interagirait directement avec Utp21p (UTP-B) et Mpp10p. De 
même, ils suggèrent que Utp3p interagirait directement avec Utp6p, Utp21p (UTP-B) et 
Mpp10p (Goldfeder and Oliveira, 2010 ; Charette and Baserga, 2010). Ces résultats 
décriraient ainsi la première interaction entre deux modules du SSU Processome (UTP-B et 
MPP10). Cependant, les résultats obtenus par ces cribles requièrent une validation 
supplémentaire, certaines des interactions décrites n’étant pas réciproques. Pour confirmer 
l’interaction directe entre ces protéines, il faudrait montrer qu’elles co-immunoprécipitent 







Il a été montré que l’assemblage du module UTP-B au sein du SSU Processome est 
requis pour le recrutement du module MPP10 (Dosil and Bustelo, 2004). Une hypothèse serait 
que Utp25p et Utp3p soient recrutées après l’assemblage de UTP-B pour permettre le 
recrutement du module MPP10. Cependant, comme nous l’avons précisé plus haut, il a été 
montré que ces protéines ne sont pas requises pour le recrutement des modules UTP-A, UTP-
B, MPP10 et de la snoRNP U3 au sein du SSU Processome (Charrette and Baserga, 2010). 
Nous proposons donc que Utp25p et Utp3p seraient recrutées indépendamment des modules 
UTP-B et MPP10 pour permettre une interaction tardive entre les deux modules. Cette 
interaction tardive pourrait induire un changement de conformation du pré-ARNr, au sein du 
SSU Processome, et serait requis pour des clivages efficaces aux sites A0, A1 et A2. Afin 
d’observer un changement de conformation potentiel du pré-ARNr après le recrutement des 
protéines Utp25p et Utp3p, nous souhaitons réaliser des expériences de protections d’ARN in 







B) La protéine nucléolaire Efg1p est requise pour les étapes précoces 
de la biogenèse du ribosome chez Saccharomyces cerevisiae. 
Comme nous l’avons précédemment souligné, la biogenèse du ribosome requiert 
l’action coordonnée de plus de 200 facteurs absent du ribosome mature. La plupart de ces 
facteurs sont essentiels à la survie de la cellule. Ainsi Efg1p, une protéine nucléolaire non 
essentielle, représente une exception. Nous présentons ici la caractérisation du rôle de cette 
protéine dans la biogenèse du ribosome.  
Nous montrons que Efg1p est une protéine nucléolaire qui co-immunoprécipite avec le 
snoARN U3 ainsi qu’avec les pré-ARNr de 35S et de 23S. L’invalidation de EFG1 entraîne 
une réduction drastique de la croissance à 37°C. A cette température, l’absence de Efg1p 
entraîne une forte accumulation du pré-ARNr de 23S concordant avec la diminution de la 
quantité d’ARNr de 18S. Cela suggère que la protéine est impliquée dans la maturation de la 
petite sous-unité du ribosome. L’ensemble de ces résultats nous amène à penser que Efg1p 
pourrait être un composant du SSU Processome.  
Nous avons établi que presque 80% du pré-ARNr de 23S présent dans la cellule co-
immunoprécipite avec la protéine Efg1p-TAP. Cette forte co-immunoprécipitation suggère 
une interaction stable entre la protéine et les particules pré-ribosomiques contenant ce pré-
ARNr. De plus, comme nous l’avons précisé plus haut, l’absence de Efg1p entraîne une 
accumulation rapide et massive de ce pré-ARNr. Il a été proposé que le pré-ARNr de 23S ne 
pouvait être maturé en ARNr de 18S et était, de ce fait, ciblé par le système de contrôle 
qualité nucléolaire pour sa dégradation (Houseley and Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). 
Une hypothèse intéressante serait que Efg1p pourrait être impliquée dans le recrutement du 
système de contrôle qualité nucléolaire sur les particules contenant le pré-ARNr de 23S.  
Des résultats préliminaires suggèrent l’apparition d’une particule de 50S dans une 
souche invalidée pour EFG1. Cette particule a précédemment été observé dans un mutant 
spécifique de snR10 (Liang et al., 2010). Les auteurs ont proposé que cette particule soit un 
intermédiaire spécifique de la petite sous-unité du ribosome. En absence de Efg1p, 
l’apparition de cette particule atypique concorde avec l’accumulation du pré-ARNr de 23S. 
Une hypothèse plausible serait que la particule de 50S soit un SSU Processome mal assemblé 






Ces résultats ont permis de débuter la rédaction du manuscrit suivant qui sera prochainement 
soumis pour publication :  
CHOQUE E., GADAL O. and DEZ C. (2011) The nucleolar protein Efg1p is required 
for early steps of ribosome biogenesis in Saccharomyces cerevisiae. 
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Abstract :  
In eukaryotes, ribosome biogenesis is a highly complex process leading to the production of 
two mature ribosomal subunits responsible for the translation of mRNA into proteins. 
Ribosome biogenesis requires the coordinated action of at least 200 maturation factors. It 
begins in the nucleolus, with the transcription of the rDNA by RNA Pol. I and the co-
transcriptional assembly of the SSU Processome. The correct assembly of this pre-ribosomal 
particle is needed for A0, A1 and A2 cleavages which lead to the production of the 43S and 
66S pre-ribosomal particles, precursors of the mature subunits.  
Here we report that the Saccharomyces cerevisiae protein Efg1p, is non-essential, localized in 
the nucleolus and involved in ribosome biogenesis. Deletion of EFG1 results in a severe 
growth defect, a thermosensitive phenotype and a reduction of 18S rRNA levels. Co-
immunoprecipitation experiments show that Efg1p is strongly associated with 23S pre-rRNA, 
35S pre-rRNA and U3 snoRNA, suggesting that Efg1p is a bona fide component of the SSU 
Processome. We conclude that Efg1p has a role in the processing events responsible for the 
production of the 66S and 43S pre-ribosomal particles. Besides, we describes here that almost 
80% of the 23S pre-rRNA contained in yeast cells co-immunoprecipitates with Efg1p-TAP. 
This strong, and unique, co-immuprecipitation suggest a stable interaction between the 




Introduction :  
Ribosomes are large ribonucleoprotein (RNP) particles composed of a small (40S) and a large 
(60S) subunits that assemble on the messenger RNA (mRNA) for its translation into protein. 
In eukaryotes, their biogenesis is a highly complex process which begins, in the nucleolus, 
with the rDNA transcription by RNA Pol. I leading to the production of the 35S pre-rRNA 
precursor. This precursor contains the mature 18S, 5.8S and 25S rRNA sequences with 
external (5’-ETS and 3’-ETS) and internal (ITS1 and ITS2) transcribed spacers, absent from 
mature ribosome. Co-transcriptionally, many trans-acting factors and some ribosomal 
proteins assemble within the nascent transcript to form a large 2.2MDa RNP complex called 
SSU Processome or 90S pre-ribosome (Dragon et al., 2002 ; Grandi et al., 2002 ; for review, 
see Henras et al., 2009 ; Phipps et al., 2011). Among this trans-acting factors, there is small 
nucleolar RNAs (snoRNA), responsible for nucleotide modifications along the pre-rRNA 
chain ; exo- and endo-nucleases, responsible for transcribed spacers processing ; RNA 
helicases, putatively involved in RNA folding ; and a bench of other factors whose functions 
are still unclear (For review, see Phipps et al., 2011).  
The SSU Processome formation is of critical importance for the early co-transcriptional 
cleavages at sites A0, A1 and A2 which leads to the separation of the 43S and 66S particles, 
precursors of mature ribosomal subunits (Figure 1). Individual depletion of specific SSU 
Processome factors leads to A2 cleavage inhibition. In those cases, we observed the 
accumulation of the 21S pre-rRNA (A1-A3) (Figure 1), concomitantly with the loss of 20S 
pre-rRNA. This 21S pre-rRNA seems to be efficiently converted into 18S rRNA (Torchet and 
Hermann-Le Denmat, 2000 ; Vos et al., 2004). Nevertheless, individual depletion of most of 
the SSU Processome components leads to the accumulation of the 23S pre-rRNA. This pre-
rRNA results from a direct cleavage in A3 of the nascent transcript. Its accumulation suggests 
that improper assembly of the SSU Processome results in the inhibition of A0, A1 and A2 
 
 
cleavages. The fate of this a 23S pre-rRNA is still in dispute. It was suggested that it could be 
either matured into 18S rRNA (Granneman and Baserga, 2004). However, recent studies 
suggested that this pre-rRNA is degraded by a nucleolar surveillance system (Venema and 
Tollervey, 1999 ; LaCava et al., 2005 ; Houseley and Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). It 
is proposed that the correct assembly of the SSU Processome is under the control of a 
nucleolar surveillance mechanism that degrades RNA component of aberrant pre-ribosomes 
(Wery et al., 2009). This quality-control mechanism involves polyadenylation of the targeted 
RNA by TRAMP (Trf4/5p-Air1/2p-Mtr4p Polyadenylation) complex and its degradation by 
the nuclear exosome. Degradation of targeted RNA will lead to the disassembly of maturation 
factors required for rRNA processing. 
In the present paper, we characterized EFG1, a gene coding for a non essential protein 
localized in the nucleolus. It was previously described that deletion of EFG1 causes slow 
growth at 30°C, thermosensitivity at 37°C and specifically affects 18S rRNA maturation 
(Peng et al., 2003 ; Kastenmayer et al., 2006). Here, we present evidences that EFG1 encodes 
for a ribosome biogenesis factor involved in early steps of ribosome biogenesis. We 
demonstrate that Efg1p co-immunoprecipitate with 35S pre-rRNA, 23S pre-rRNA and U3 
snoRNA. At 37°C, depletion of Efg1p leads to accumulation of 35S and 23S pre-rRNA with 
subsequent decrease of 18S rRNA levels. These results suggests that the protein could be a 




Results :  
First described as two distinct open reading frames (ORF), YGR271C-A and YGR272C, EFG1 
encodes a protein of 233 amino acids and has been identified as a non essential gene in 
Saccharomyces cerevisiae (Peng et al., 2003 ; Kastenmayer et al., 2006). To identify possible 
Efg1p orthologs in other organisms and guess its function, a BLAST search was performed. 
Efg1p seems to be well conserved in the yeast filum. It contains a domain of unknown 
function, called DUF2361, which is described as a putative coiled-coil domain conserved 
through eukaryotes (Figure 2B). This domain is present in the human protein CENP-J which 
is required for centrosomal integrity, centrioles duplication and elongation, mitotic spindle 
assembly/disassembly, and mitosis (Cho et al., 2006). Even if, the effect of CENP-J DUF2361 
domain mutation is still not described, the mutation of intron 11, adjacent to this domain, 
causes Seckel syndrome, a rare form of primordial dwarfism (al-Dosari et al., 2010). 
Previous global analyses of yeast proteins localization have shown that the protein Efg1p 
localizes to the nucleolus, specific locus of ribosome synthesis (Huh et al., 2003). To confirm 
the protein localization, a construct expressing a C-terminal YFP fusion was integrated at the 
endogenous locus of EFG1, using a one step PCR strategy, and, then, transformed with 
plasmid pUN100-mCherry-NOP1 expressing a mCherry-fused version of Nop1p (Nop1p-
mCherry) (Berger et al., 2008). Nop1p is a core component of box C/D snoRNPs required for 
early, nucleolar, steps of the pre-rRNA processing and is used as a control to visualize the 
nucleolus. The strain was grown exponentially and living cells were analyzed by fluorescence 
microscopy. The YFP signal observed under these conditions co-localizes with Nop1p-
mCherry, in a crescent-shape region consistent with nucleolus localization (Figure 2A). We 
therefore concluded that Efg1p accumulates in yeast cell nucleoli. 
 
 
To assess the putative involvement of Efg1p in ribosome synthesis, we investigate its 
association with ribosomal particles. From this perspective, the sedimentation profile of a 
strain expressing a C-terminal fusion between EFG1, at its endogenous locus, and the TAP 
tag, EFG1::TAP (Open Biosystems), was analyzed on a sucrose density gradient. Total 
extract prepared from EFG1::TAP strain was loaded on a 4.5-45% sucrose gradient. Proteins 
and RNAs were purified from the gradient fractions and analyzed by western blot using a 
PAP antibody and northern hybridization respectively (Figure 3A). Efg1p-TAP co-sediments 
predominantly in high molecular mass fractions (fractions 11-17), with particles containing 
35S pre-rRNA, 23S pre-rRNA, 25S and 18S mature rRNA or U3 snoRNA (Figure 3A). To 
determine whether Efg1p might associate in vivo with those pre-rRNAs and snoRNA, co-
immunoprecipitation experiments were performed. Total extracts from EFG1::TAP and a 
non-tagged wild-type (WT) strains were subjected to affinity chromatography with IgG-
conjugated Sepharose beads. Following immunoprecipitation, total RNAs were extracted and 
analyzed by northern hybridization. Results show that Efg1p-TAP efficiently precipitates the 
35S pre-rRNA, the 23S pre-rRNA, and the U3 snoRNA but not the 20S pre-rRNA or the 
mature 25S and 18S rRNA (Figure 3B). We concluded that Efg1p associates with early pre-
ribosomal particles containing 35S pre-rRNA. These results suggest that Efg1p could play a 
role in early steps of ribosome synthesis.  
To get insight into the function of Efg1p in the production of the small ribosomal subunit, we 
constructed a strain that conditionally expresses Efg1p fused to the 3HA tag at its N-terminus 
(3HA-Efg1p protein), allowing its easy detection. EFG1 was tagged by the HA-encoding 
sequence and placed under the control of the inducible GAL1-10 promoter by homologous 
recombination, creating GAL1::3HA::EFG1 strain. This strain was propagated, at 37°C, in a 
medium containing galactose as carbon source and was then shifted to a glucose-containing 
medium to allow depletion of the protein. On galactose containing medium, the growth rate of 
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GAL1::3HA::EFG1 strain is almost identical to that of the WT strain growth rate. However, 
four hours after transfer to the non-permissive glucose medium, the growth rate of 
GAL1::3HA::EFG1 strain was already substantially reduced compared to wild-type (Figure 
4A). Aliquots of GAL1::3HA::EFG1 cells grown in galactose-containing medium or grown 
for 1, 3, 6, 12, 24 and 48 hours in glucose-containing medium were harvested. From these 
aliquots, total proteins were extracted. The kinetics of Efg1p depletion was assessed by 
western blot. In these conditions, the abundance of 3HA-Efg1p was strongly reduced after 
transfer to glucose medium and became undetectable after less than 1h (Figure 4A).  
Sucrose gradient sedimentation profile were realized from extract of GAL1::3HA::EFG1 and 
WT strains (Figure 4B). Cultures were grown at 37°C in liquid media containing galactose 
and shifted to a glucose containing media for 2h depletion before being collected. In these 
conditions, polysome peaks of the WT sedimentation profile collapse and 80S peak increase 
concomitantly. In absence of Efg1p, we observed a severe reduction in the relative amounts of 
40S subunit (fractions 7-8), 80S ribosomes and the polysomes (fractions 11-17) (Figure 4B). 
Accordingly, 60S peak is increased compared to wild type (fraction 10), suggesting that free 
large ribosomal subunits accumulate in the cell. This phenotype clearly indicates that Efg1p is 
involved in maturation of the small ribosomal subunit. 
To confirm the involvement of Efg1p in small ribosomal subunit maturation, aliquots of 
GAL1::3HA::EFG1 and WT cells grown in galactose-containing medium or grown for 1, 3, 6, 
12, 24 and 48 hours in glucose-containing medium were harvested. From these aliquots, total 
RNAs were extracted. Using northern analysis, we compared profiles of accumulation of pre-
rRNA in WT and Efg1p-depleted cells (Figure 5A). After the nutritional shift, levels of the 
35S pre-rRNA are highly increased, in cells lacking Efg1p. In the same conditions, the 27SA2 
and 20S pre-rRNA were reduced, suggesting that A0, A1, and A2 cleavages are impaired. This 
 
 
is supported by the strong accumulation of the aberrant 23S pre-rRNA, produced from a 
direct cleavage of the nascent transcript at site A3. Otherwise, over Efg1p depletion, 18S 
rRNA accumulation is diminished but not completely lost. Those observations could assumes 
that, in absence of Efg1p, either the 23S pre-rRNA could be matured or some 20S pre-rRNA 
is still produced. The accumulation of both 21S (A1-A3) and 22S (A0-A3) pre-rRNA suggests 
that A0 and A1 cleavages are not completely abolished and could explain the presence of 18S 
rRNA after Efg1p depletion. Besides 6h after the nutritional shift, we observed that depletion 
of Efg1p leads to the decrease of 25S rRNA level, concordant with the accumulation of 27SB 
pre-rRNA, emphasizing a putative role of Efg1p in early steps of ribosome biogenesis. 
Effects of reduced 3HA-Efg1p level on rRNA processing were also assessed by pulse-chase 
labeling, performed 30min after transfer of the GAL1::3HA::EFG1 strain to glucose medium 
(Figure 6). After depletion of Efg1p, we still observe 35S pre-rRNA production. This suggests 
that rDNA transcription is not affected in absence of Efg1p. We also note that, compared to 
the wild-type, pre-rRNA processing is greatly reduced after depletion of Efg1p. Indeed, we 
see that the production of 27SA pre-rRNA seems delayed. Accordingly, we have a greater 
production of 27SB pre-rRNA. However, maturation of this 27SB pre-rRNA appears to be 
delayed, but 25S rRNA accumulation is not clearly reduced. In contrast, the absence of Efg1p 
strongly inhibits 18S pre-rRNA production, which is probably the consequence of reduced 
20S pre-rRNA production detected by this approach. These results confirmed that cleavages 




Discussion :  
Many components of early pre-ribosomal particles, particularly SSU Processome 
components, have been identified (Peng et al., 2003; Phipps et al., 2010). We report here the 
study of EFG1, encoding a non-essential protein, involved in early steps of ribosomes 
biogenesis. We show that Efg1p is a nucleolar protein. It co-immunoprecipitates with 35S 
pre-rRNA, 23S pre-rRNA and U3 snoRNA, strongly suggesting that it is a bona fide 
component of the SSU Processome. As a non-essential maturation factor involved in 
eukaryotic ribosome biogenesis, Efg1p represents an exception. Over Efg1p depletion, we 
observed a strong accumulation of 35S and 23S pre-rRNA which are consistent with the 
decrease of the 20S pre-rRNA and the 18S rRNA level. Those observations suggest that 
Efg1p plays a role in A0, A1 and A2 cleavages. As Efg1p seems to be a SSU Processome 
components, a hypothesis could be that Efg1p is involved in the proper assembly of this pre-
ribosomal particle which is required for a correct pre-rRNA maturation process. 
Pulse chase labeling experiments shows that 20S pre-rRNA and 18S rRNA are still slightly 
produce after Efg1p depletion. Furthermore, northern analysis after Efg1p depletion shows 
the accumulation of 21S (A1-A3) and 22S (A0-A3) pre-rRNA. Those two pre-rRNA species 
seems to be efficiently matured in 18S rRNA (Torchet and Herman-Le Denmat, 2000 ; Vos et 
al., 2004). Otherwise, the maturation process of those pre-rRNA seems to be delayed 
compared to the conversion of 20S pre-rRNA into 18S rRNA. These results suggest that A0 
and A1 cleavages are not completely inhibited but seems to be delayed. The putative 
maturation of 21S and 22S pre-rRNA partially explain why Efg1p is a non-essential for cell 
viability. 
From now on, the role of Efg1p in ribosome biogenesis is still unclear. A striking feature of 
the co-immunoprecipitation data was the strong recovery of the 23S pre-rRNA with Efg1p-
 
 
TAP (almost 80%) (Figure 2). This suggests that the association of the protein with 
presumably defective pre-ribosome particles containing the 23S pre-rRNA, is more stable 
than its association with pre-ribosomal particles resulting from the canonical processing. 
Efg1p-TAP co-immunoprecipitate slightly with the 20S pre-rRNA, suggesting that A0, A1 and 
A2 cleavages are required for Efg1p releasing from the pre-ribosomal particle. We proposed 
that in wild type condition, Efg1p is recruited early during SSU Processome formation. Then, 
after A0, A1 and A2 cleavages, Efg1p must be released from the pre-ribosomal particle. If, for 
any reason, A0, A1 and A2 are inhibited, Efg1p remains associated with the improper pre-
ribosomal particle and allows the recruitment of the nucleolar surveillance mechanism. The 
nucleolar surveillance mechanism will then manage the degradation of the pre-rRNA 
containing the improper particles and the releasing of maturation factors required for early 
steps of ribosome biogenesis. This hypothesis could explain why Efg1p is a non-essential 
protein and why we observe the diminution of both 25S and 18S rRNA over the depletion of 
the protein. Actually, we suggest that the accumulation of 23S pre-rRNA observed over 
depletion of Efg1p could result from a particle targeted for degradation in wild type 
conditions. This means that the impact of Efg1p depletion on ribosome biogenesis is due to 
the retention of maturation factors in the improper particles which are not targeted by the 




MATERIALS AND METHODS 
Strains, media, plasmids and cloning 
Standard procedures were used for the propagation of yeast using YPD medium (1% yeast 
extract, 2% peptone and 2% glucose), YPG medium (1% yeast extract, 2% peptone and 2% 
galactose) or YNB medium (0.67% yeast nitrogen base, 0.5% (NH4)2SO4 and 2% glucose or 
galactose) supplemented with the required amino acids. Yeast strains used in this study were 
derivatives of S. cerevisiae S288C or BY4741, originating from the S288C background 
(MATa, his3Δ1 leu2Δ0 met15Δ0 ura3Δ0). EFG1::TAP strain was purchased from Open 
Biosystems where insertion of the tandem affinity purification (TAP) cassette was selected 
using HIS3MX6 marker. EFG1Δ strain was purchased from Euroscarf Haploïd system where 
EFG1 open reading frame was replaced by a kanamycin resistance selectable marker (kan
R
). 
The GAL1::3HA::EFG1 strain, expressing 3HA-Efg1p under the control of a GAL1 promoter 
was constructed as follows : a PCR cassette containing kanamycin resistance (kan
R
) selectable 
marker, GAL1 promoter and the 3HA-tag sequence was amplified by PCR from the plasmid 
pFA6a-KanMX6-PGAL1-3HA using primers 580 and 581 (Longtine et al., 1998). The PCR 
fragment was inserted by homologous recombination upstream of the chromosomal EFG1 
open reading frame in BY4741 strain. Transformants were selected for resistance to 
kanamycin and screened by immunoblotting.  
The EFG1::YFP strain containing a plasmid pUN100 NOP1::mCherry was constructed as 
followed : a PCR cassette containing URA3 gene from K. lactis as selectable marker and 
YFP-tag sequence was amplified by PCR from the plasmid pFA6a-YFP-URA using primers 
700 and 701 (:;:). The PCR fragment was inserted by homologous recombination downstream 
in EFG1::TAP strain using the Swap-tag method (Sung et al., 2008). Transformants were 
 
 
selected for uracile prototrophy and screened by immunoblotting. In a second step, plasmid 







Fluorescence microscopy. For fluorescence microscopy, cells were grown in YPD medium 
at 30°C to an OD600 of 0.6. Aliquots were collected, washed and resuspended in dextrose-
containing YNB supplemented with the needed amino acids. After washing, the cells were 
mounted on a slide and observed in the fluorescence microscope IX-81 (Olympus) equipped 
with a polychrome V monochromator and a CoolSNAP HQ camera (Roper Industries). 
Digital pictures were processed using Photoshop software (CS3 version; Adobe).  
Western analyses. Proteins from total extracts, obtained from gradient fractions after TCA 
precipitation or from immunoprecipitated pellets, were separated on 4-12 % 
polyacrylamide/SDS gels (Invitrogen) and transferred to hybond-ECL membranes (GE 
Healthcare). Nop1p was detected as described in (Dez et al., 2001). TAP-tagged proteins were 
detected using rabbit PAP (Sigma) diluted 10 000 fold. HA-tagged proteins were detected 
using anti-HA peroxydase antibodies (Roche) diluted 1000 fold. 
Sucrose gradient sedimentation experiments. Sucrose gradient sedimentation experiments 
were performed as previously described (Choque et al., 2011). 
RNA extractions and Northern Hybridizations. RNA extractions and Northern 
hybridizations were performed as previously described (Beltrame and Tollervey, 1992). For 
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high molecular weight RNA analysis, 2g of total of RNA were glyoxal denatured and 
resolved on a 1.2% agarose gel. Low molecular weight RNA products were resolved on 8% 




















Immunoprecipitations. Total cell extracts were prepared from strains expressing TAP-
tagged proteins or untagged strains as control. Growing cells were frozen in liquid nitrogen 
and broken in a mortar. Immunoprecipitations and analysis of coprecipitated RNAs were 
performed as previously described (Dez et al., 2004). Tot/IP ratios loaded were 1/10 for 
agarose and acrylamide gels.  
Tandem affinity purifications. Cell pellets (corresponding to about 5 x 10
10
 cells) frozen in 





[pH 8.0], 5 mM MgAc, 200 mM KCl, 0.2% Triton X-100) supplemented with 1 mM 




For TAP purifications under native conditions, Cell
 
extracts were clarified by centrifugation at 
14000 rpm (21000
 
x g) for 10 min at 4°C. Clarified extracts were incubated with 200 µl 
(bed
 
volume) of IgG-Sepharose beads (GE Healthcare) for 4 h on a
 
rocking table. Beads were 
split in 3 different columns and were extensively washed with A200, A1000 or A2000 buffers 
(A1000 corresponds to A200 buffer except 1M KCl, A2000 corresponds to A200 buffer 
except 2M KCl). Columns were next equilibrated with ice-cold TEV cleavage buffer (10 mM 
Tris-Cl [pH 8.0],
 
150 mM NaCl, 0.1% NP-40, 0.5 mM EDTA, 1 mM dithiothreitol). Beads 
were resuspended with 1 ml of TEV cleavage buffer and incubated for 2 h at 16°C on a 
rocking table in the presence
 
of 100 units of ActTEV protease (Invitrogen). Eluted 
samples
 
(about 1 ml) were mixed with 3 ml of calmodulin binding buffer
 
(10 mM Tris-Cl [pH 
8.0], 150 mM NaCl, 1 mM MgAc, 1 mM imidazole,
 
2 mM CaCl2, 0.1% NP-40, 10 mM ß-
mercaptoethanol) and 3
 
µl of 1 M CaCl2 and incubated with 200 µl of calmodulin
 
beads 
(Stratagene) at 4°C for 1 h on a rocking table. Beads
 
were washed with 40 ml of calmodulin 
binding buffer, and proteins
 
were eluted by the addition of 6 x 200 µl of calmodulin elution 
buffer (10 mM Tris-Cl [pH 8.0], 150 mM NaCl, 1 mM MgAc,
 
1 mM imidazole, 2 mM 
EGTA, 0.1% NP-40, 10 mM β-mercaptoethanol). Eluted proteins were precipitated with 20% 
trichloroacetic acid
 
(TCA), rinsed with acetone, and resuspended with 20 µl
 
of 1x SDS gel-
loading buffer (40 mM Tris-Cl [pH 6.8], 2% SDS,
 
10% glycerol, 25 mM dithiothreitol, 0.1% 
bromophenol blue). Samples were loaded on 4-12% Bis-Tris gels. Gels were briefly (15 min) 
stained with silver staining solution (Fermentas), and pieces of gels containing the samples 
were excised. The proteins contained in these samples were analyzed by mass spectrometry as 




Pulse chase analysis Metabolic labeling of pre-rRNAs was performed as previously 
described (Tollervey et al., 1993) with the following modifications. Strains were pre-grown in 
synthetic galactose medium lacking adenine and transferred to glucose medium lacking 
adenine for 3 h (GAL1::3HA::EFG1). Cultures at OD600 0.8 were labeled with [8-
3
H] adenine 
(TRK343, Amersham) for 2 min followed by a chase with excess cold adenine. 1ml samples 
were collected 1, 2, 5, 10, 20 and 30 min following the addition of cold adenine and cell 
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Figure 1 : Scheme of the pre-rRNA processing pathway in S. cerevisiae. (A) Initial 35S pre-
rRNA precursor with detailed cleavages sites. (B) Endonucleolytic and exonucleolytic 
cleavages leading to the production of mature 18S, 5.8S and 25S (for review, see Henras et 
al., 2009). We also indicate alternative pre-rRNA product obtained when A0, A1 and A2 
cleavages are delayed or inhibited. 
 Figure 2: Efg1p is a nucleolar protein with a conserved domain. 
(A) Subcellular localization of Efg1p. Yeast strain expressing Efg1p-YFP and mCherry-
Nop1p were grown exponentially and cell samples were used for fluorescence microscopy 
analysis. (B) Amino acid alignment of DUF2361 domain of Efg1p with yeast homologs, plant 
and human orthologs. Sequence alignement were realized using Clustal W. Yeast : 
Saccharomyces cerevisiae, C glabrata : Candida glabrata, A gossypii : Ashbya gossypii, C 
albicans : Candida albicans, N crassa : Neurospora crassa, C globossum : Candida 
globossum, A thaliana : Arabidopsis thaliana, O sativa : Oryza sativa, P tetraure : 
Pseudomonas tetraure, Mouse : Mus musculus, Cow : Bos primigenius ss taurus, Human : 
Homo sapiens.   
Figure 3 : Efg1p associates with pre-ribosomes. 
(A) Sedimentation profile of Efg1p on a sucrose gradient. A total extract prepared from 
EFG1::TAP cells growing exponentially was sedimented through a sucrose gradient, and 17 
fractions were collected. The corresponding A254 profile is displayed. Each fractions were 
TCA precipitated, and Efg1-TAP was detected by Western blotting using PAP antibodies. 
RNAs were extracted from each fraction and, following separation, were transferred to a 
nylon membrane and hybridized with anti-sense oligonucleotides corresponding to various 
pre-rRNAS. (B) Nop19p co-immunoprecipitates with 35S and 23S pre-rRNAs. Northern-blot 
 
 
analysis of (pre-)rRNAs coprecipitated with TAP-tagged version of Efg1p (lanes 3-4 and 7-8) 
or from control experiments using extracts of cells lacking a tagged protein (lanes 1, 2, 5 and 
6). Immunoprecipitation was performed on cell extracts using IgG-Sepharose. RNAs were 
extracted from each pellet after precipitation (lanes IP) or from total cell extract (lanes Tot) 
used for the immunoprecipitation reactions. Following separation, RNAs were transferred to a 
nylon membrane and hybridized with anti-sense oligonucleotides corresponding to various 
pre-rRNAS and snoRNAs. 
Figure 4: Efg1p depletion affects 40S ribosomal subunit accumulation in yeast cells. 
(A) Growth rate, at 37°C, of wild-type and Gal::3HA::EFG1 strains following a transfer from 
permissive galactose medium to glucose medium for the times indicated. Cells were 
maintained in exponential growth throughout the time course by dilution into pre-warmed 
medium. Western-blot analysis of 3HA-Efg1p depletion. Total proteins were extracted at the 
times indicated and analyzed by Western blot. Accumulation of 3HA-Efg1p and Nop1p was 
respectively detected using anti-HA and Nop1p-specific antibodies. (B) Sedimentation profile 
of ribosomal particle on a sucrose gradient. A total extract prepared from WT (left panel) and 
Gal::3HA::EFG1Δ (right panel) strains, growing exponentially at 37°C on galactose medium 
and shifted in glucose medium for 2h, were loaded through a 4.5%-45% sucrose gradients. 
The corresponding A254 profile is displayed.  
Figure 5 : Efg1p depletion leads to a defect in A0, A1 and A2 cleavages.  
 (A) WT BY4741 and Gal::3HA::EFG1 strains were shifted from a galactose to a glucose 
medium. Samples were collected before and at different times after the nutritional shift. Total 
RNAs were extracted from these cell samples, and the accumulation of the different pre-
rRNAs, rRNAs and sn(o)RNAs was analyzed by Northern-blot. (B) WT BY4741 and 
Gal::3HA::EFG1 cells were grown in galactose containing medium and were next shifted in 
99 
 
glucose for 3h. Cells were then pulse labeled with [8-
3
H] adenine for 2 min. Samples were 
collected 0, 1, 2, 5, 10, 20 and 30 min after addition of an excess of cold adenine. Total RNAs 
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b. Discussion et perspectives :  
Efg1p est une protéine nucléolaire, non essentielle. Elle co-immunoprécipite avec le 
pré-ARNr de 35S ainsi qu’avec le snoARN U3. Cela suggère que Efg1p serait un facteur du 
SSU Processome (Dragon et al., 2002 ; Pour revue : Phipps et al., 2011). Nous avons montré 
que la déplétion de Efg1p entraîne une forte accumulation du pré-ARNr de 23S. Ce pré-ARNr 
est formé lorsque le transcrit naissant est directement clivé au site A3 et il s’accumule 
lorsqu’un facteur du SSU Processome est déplété. Son accumulation indique un défaut ou un 
retard des clivages aux sites A0, A1 et A2 (Pour revue : Phipps et al., 2011). Une hypothèse 
serait donc que Efg1p puisse être impliquée dans la formation d’un SSU Processome 
compétent pour les clivages aux sites A0, A1 et A2 et donc pour la maturation de l’ARNr de 
18S.  
Nous avons aussi montré que Efg1p-TAP co-immunoprécipite fortement avec le pré-
ARNr de 23S (presque 80%). Efg1p semble donc s’associer stablement aux particules pré-
ribosomiques contenant ce pré-ARNr. Il a été montré que le pré-ARNr de 23S pouvait être 
ciblé par le système de contrôle qualité nucléolaire pour sa dégradation (Houseley and 
Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). Une hypothèse serait donc que Efg1p puisse avoir un 
rôle dans le recrutement de ce système de contrôle qualité sur les particules pré-ribosomiques 
contenant le pré-ARNr de 23S. 
i. Rôle putatif de Efg1p dans l’assemblage du SSU Processome. 
Comme nous l’avons vu, la déplétion de Efg1p entraîne l’accumulation du pré-ARNr 
de 23S (Manuscrit, Figure 5A). Cela suggère que l’absence de la protéine retarde les clivages 
aux sites A0, A1 et A2. Une explication serait que Efg1p soit impliquée dans l’assemblage du 
SSU Processome puisque cette particule pré-ribosomique est requise lors des clivages 
précoces. Pour comprendre le rôle potentiel de Efg1p dans l’assemblage du SSU Processome, 
nous avons souhaité savoir si celle-ci était requise pour le recrutement de différents facteurs 
au sein de la particule pré-ribosomique. Dans ce but, l’ORF EFG1 a été placé sous le contrôle 
d’un promoteur inductible GAL1 dans des souches où les protéines Utp17p (UTP-A), Pwp2p 
(UTP-B), Utp22p (UTP-C) et Rrp5p étaient individuellement étiquetées TAP (Stratégie de 
clonage et amorces détaillées dans Choque et al., 2011 ainsi que dans le manuscrit « the 
nucleolar protein Efg1p is required for early steps of ribosome biogenesis in Saccharomyces 
cerevisiae »). Afin d’étudier l’importance d’Efg1p dans l’assemblage du SSU Processome, 









Figure 29 : Rôle de Efg1p dans l’assemblage du SSU Processome. La déplétion de Efg1p, 
chez la levure, n’affecte pas l’incorporation des modules UTP-A, UTP-B, UTP-C ou de la 
protéine Rrp5p au sein de la particule pré-ribosomique. Des souches contenant les protéines 
Utp17p, Pwp2p, Utp22p et Rrp5p individuellement étiquetées TAP dans un fond génétique 
sauvage ou dans une souche GAL1::3HA::EFG1 ont été cultivées à 37°C dans un milieu de 
culture liquide contenant du galactose. Les cellules en phase exponentielle de croissance ont 
été transférées durant 2h dans un milieu liquide contenant du glucose pour induire la déplétion 
complète de Efg1p avant d’être récoltées. Des extraits de ces cultures ont été chargés sur des 
gradients sucrose 4.5%-45%. Les protéines ont été purifiées à partir de chaque fraction 




en absence de Efg1p. Ainsi les souches UTP17::TAP, PWP2::TAP, UTP22::TAP, 
RRP5::TAP ainsi que les souches GAL1::3HA::EFG1 UTP17::TAP, GAL1::3HA::EFG1 
PWP2::TAP, GAL1::3HA::EFG1 UTP22::TAP, GAL1::3HA::EFG1 RRP5::TAP ont été 
cultivées dans un milieu liquide contenant du galactose jusqu’à une DO de 0,5 puis 
transférées dans un milieu de culture contenant du glucose pendant 2h afind’induire la 
déplétion complète de Efg1p. Des extraits totaux de ces différentes cultures ont été chargés 
sur des gradients de sucrose 4.5-45% (Protocole voir Choque et al., 2011) (Figure 29). Les 
protéines ont été extraites à partir des fractions récoltées pour chaque gradient et analysées par 
western blot, grâce à l’utilisation d’un anticorps PAP. Comme nous l’avons montré 
précédement, la déplétion de Efg1p entraîne l’effondrement du pic de sédimentation de la 
petite sous-unité du ribosome (fraction 7) et l’affaissement des pics de sédimentation des 
polysomes (fractions 11-17) tandis que le pic de sédimentation de la grande sous-unité 
augmente (Manuscrit, Figure 4B ; Figure 29). L’observation des profils de sédimentation de 
Utp17p-TAP, Pwp2p-TAP, Utp22p-TAP et Rrp5-TAP montre, qu’en présence ou en absence 
de Efg1p, les protéines co-sédimentent avec des particules de haut poids moléculaire, tel que 
le SSU Processome (fractions 11-17). Efg1p ne semble donc pas requise pour le recrutement 
de ces protéines au sein de la particule pré-ribosomique.  
Des étalements de chromatine, réalisés après la déplétion individuelle de plusieurs 
facteurs du SSU Processome, ont été observés, en microscopie électronique, au cours de 
différentes études (Dragon et al., 2002 ; Osheim et al., 2004 ; Pour revue : Phipps et al., 
2011). Ils montrent des transcrits naissants allongés et dépourvus d’une boule terminale à leur 
extrémité 5’. Cela suggère que les facteurs étudiés sont requis pour un assemblage correct du 
SSU Processome. Dans la même logique, nous souhaitons réaliser des étalements de 
chromatine d’une souche invalidée pour EFG1. L’observation, en microscopie électronique, 
des transcrits en cours d’élongation sur l’ADNr, sur ces étalements, nous permettra de 
déterminer si la protéine joue ou non un rôle majeur dans l’assemblage du SSU Processome. 
Nous avons ensuite souhaité savoir si le recrutement préalable des modules UTP-A, 
UTP-C et Rrp5p était requis pour l’assemblage de Efg1p au sein du SSU Processome. Nous 
avons donc remplacé le promoteur endogène des gènes codant pour les protéines Utp17p, 
Utp22p et Rrp5p par le promoteur inductible GAL1 dans la souche EFG1::TAP (Stratégie de 
clonage et amorces détaillées dans Choque et al., 2011). Les souches EFG1::TAP, 
GAL1::3HA::UTP17 EFG1::TAP, GAL1::3HA::UTP22 EFG1::TAP, GAL1::3HA::RRP5 








Figure 30 : L’assemblage des modules UTP-A, UTP-C et de la protéine Rrp5p n’est pas 
requis pour le recrutement de Efg1p au sein du SSU Processome. Profil de sédimentation de 
Efg1p-TAP dans un contexte sauvage ou en absence de Utp17p, Utp22p ou Rrp5p. Les 
souches GAL1::UTP17, GAL1::PWP2 et GAL1::RRP5 exprimant Efg1p-TAP ont été cultivées 
à 30°C dans un milieu de culture liquide contenant du galactose. Les cellules ont ensuite été 
transférées dans un milieu contenant du glucose pendant 10h (Utp17p), 12h (Utp22p) et 14h 
(Rrp5p) pour induire la déplétion de la protéine sous le contrôle du promoteur inductible. Des 
extraits de ces cultures ont été chargés sur des gradients sucrose 4.5%-45%. Les protéines ont 
été purifiées à partir de chaque fraction récoltée et analysées par western blot, grâce à 
l’utilisation d’un anticorps PAP.  
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dans un milieu de culture contenant du glucose pendant 10h, 12h, 14h respectivement, afin 
d’induire la déplétion complète de la protéine sous le contrôle du promoteur inductible. Des 
extraits totaux de ces différentes cultures ont été chargés sur des gradients de sucrose 4.5-45% 
(Protocole voir Choque et al., 2011) (Figure 30). Les protéines ont été purifiées à partir de 
chaque fraction récoltée et analysées par western blot, grâce à l’utilisation d’un anticorps 
PAP. Les profils de sédimentation après déplétion des protéines Utp17p-TAP, Utp22-TAP et 
Rrp5p-TAP sont semblables à ceux précédemment publiés, confirmant le défaut de 
maturation de la petite sous-unité du ribosome en l’absence de ces protéines (Perez-Fernandez 
et al., 2007 ; Gérus et al., 2010 ; Choque et al., 2011) (Figure 30). Après la déplétion de 
Utp17p et de Utp22p, le profil de sédimentation de Efg1p est identique à celui observé en 
condition sauvage suggérant que l’assemblage préalable des deux protéines n’est pas un pré-
requis pour l’assemblage de la protéine au sein de la particule pré-ribosomique. En revanche, 
en absence de Rrp5p, Efg1p semble retenue au sein des fractions contenant les particules de 
haut poids moléculaire. Cela suggère que l’association de Rrp5p au sein du SSU Processome 
est requise pour la dissociation de Efg1p. 
ii. Rôle putatif de Efg1p dans la dégradation d’un précurseur incorrect. 
Nous avons montré que Efg1p-TAP co-sédimente avec les pré-ARNr de 23S et de 
35S, au sein des fractions de haut poids moléculaire (fraction 11-17, Manuscrit Figure 3), 
suggérant que la protéine est associée aux particules pré-ribosomiques contenant ces pré-
ARNr. Nous avons aussi montré que presque 80% du pré-ARNr de 23S contenu dans la 
cellule co-immunoprécipite avec Efg1p-TAP. En revanche, Efg1p-TAP ne co-
immunoprécipite que très faiblement avec le pré-ARNr de 20S. Ces résultats nous amène à 
penser que Efg1p serait stablement associée aux particules pré-ribosomiques contenant le pré-
ARNr de 23S. Sachant que Efg1p-TAP co-immunoprécipite, dans une moindre mesure, avec 
le pré-ARNr de 35S, on peut supposer que Efg1p serait recrutée au sein du SSU Processome 
puis dissociée des particules pré-ribosomiques durant ou immédiatement après les clivages 
aux site A0, A1 et A2. Un défaut de clivage sur ces sites entraînerait la rétention de Efg1p au 
sein des particules pré-ribosomiques contenant le pré-ARNr de 23S.  
Il a été montré que le pré-ARNr de 23S pouvait être ciblé par le système de contrôle 
qualité nucléolaire pour sa dégradation (Houseley and Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). 
Une hypothèse séduisante serait donc que Efg1p puisse avoir un rôle dans le recrutement de 







Figure 31 : L’invalidation de EFG1 affecte l’accumulation de la petite sous-unité 
ribosomique mature et entraîne l’accumulation d’une particule de 50S. (A) Profils de 
sédimentation des particules ribosomiques sur un gradient sucrose. Des extraits totaux ont été 
préparés à partir de culture en phase exponentielle de croissance à 37°C des souches WT 
(gauche) et ΔEFG1 (droite) et chargés sur des gradients de sucrose 4,5%-45%. Les profils 
d’absorbance (A254) sont représentés. (B) Agrandissement et superposition des profils de 




23S. Une souche sauvage, dans des conditions optimales de croissance, peut présenter un 
défaut d’assemblage de quelques particules pré-ribosomiques. Un système de contrôle qualité 
efficace qui cible et dégrade ces particules aberrantes est donc requis. Il permet la dégradation 
du pré-ARNr aberrant ainsi que la dissociation des facteurs réquis précocement qui pourront 
être recyclés pour la maturation des transcrits naissants. Selon notre hypothèse de travail, les 
particules pré-ribosomiques qui s’accumulent dans la cellule en absence de Efg1p seraient les 
particules ciblées par le système de surveillance nucléaire en condition sauvage. En absence 
de Efg1p, les facteurs requis pour les étapes précoces de la biogenèse du ribosome seraient 
alors retenus au sein de ces particules pré-ribosomiques et ne pourraient pas être recyclés pour 
la maturation des transcrits naissants.  
L’existence d’un mécanisme de « contrôle-qualité » responsable de la dégradation des 
pré-ARNr aberrants a déjà été démontré (Dez et al., 2006 ; Dez et al., 2007 ; Houseley and 
Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). Le complexe TRAMP serait recruté au sein des pré-
ribosomes aberrants afin de guider la polyadénylation des pré-ARNr. Le pré-ARNr 
polyadénylé est alors reconnu par l’exosome nucléaire, qui guide sa dégradation par 
l’exonucléase Rrp6p et permettrait ainsi la dissociation des facteurs requis pour la maturation 
du transcrit primaire. Nous proposons que Efg1p pourrait permettre le recrutement du 
complexe TRAMP et/ou de l’exosome sur les particules pré-ribosomiques contenant le pré-
ARNr de 23S et ciblerait donc celles-ci vers les voies de dégradation. Afin de valider ce 
modèle, il nous faudrait prouver que l’absence de Efg1p réduit considérablement la 
dégradation des complexes pré-ribosomiques contenant le pré-ARNr aberrant de 23S. 
L’analyse par Northern Blot des pré-ARNr et des pré-ARNr polyadénylés après la déplétion 
de Efg1p en absence de Trf5p et/ou Rrp6p (souches : GAL1::3HA::EFG1 TRF5Δ, 
GAL1::3HA::EFG1 RRP6Δ, GAL1::3HA::EFG1Δ TRF5Δ RRP6Δ), nous permettra de vérifier 
si Efg1p est requise pour la polyadénylation du pré-ARNr de 23S par le complexe TRAMP 
ainsi que pour la dégradation de ce pré-ARNr par l’exosome nucléaire. 
iii. L’invalidation de EFG1 semble entraîner l’accumulation d’une particule de 
50S. 
Nous avons très récemment observé le profil de sédimentation des particules pré-
ribosomiques après avoir invalidé EFG1. Dans ces conditions, le pic de sédimentation de la 
petite sous-unité libre diminue, de même que les pics de sédimentation du ribosome mature. 






 augmente. Ces résultats confirment ceux obtenus lors de la déplétion de Efg1p (Figure 29, 
Manuscrit Figure 4B). Cependant, l’invalidation de EFG1 semble aussi entraîner l’apparition 
d’un pic de sédimentation de 50S (Figure 31). 
Bien qu’il s’agisse d’un résultat préliminaire qui doit être reproduit, il est intriguant de 
savoir à quoi peut correspondre cette particule de 50S. Ce pic de sédimentation a déjà été 
observé dans un mutant spécifique du snoARN H/ACA snR10 (Liang et al., 2010). Il a été 
montré que l’insertion d’un nucléotide 4nt en amont du site de pseudouridylation du snoARN 
snR10 déplace la pseudouridylation sur le pré-ARNr et entraîne l’apparition d’une particule 
pré-ribosomique sédimentant à 50S (particule de 50S) (Liang et al., 2010). Selon les auteurs, 
le pré-ARNr de 20S sédimente au niveau de ce pic de sédimentation de 50S. A partir de ces 
observations, ils ont proposé que ce pic de sédimentation pouvait correspondre à un 
précurseur spécifique de la petite sous-unité du ribosome.  
Lorsque EFG1 est invalidé, l’apparition de la particule de 50S concorde avec 
l’accumulation des pré-ARNr de 35S et de 23S. Il a été montré que la déplétion individuelle 
de la plupart des facteurs du SSU Processome entraine l’accumulation du pré-ARNr de 23S 
(Pour revue : Phipps et al., 2011). L’accumulation de ce pré-ARNr suggère un défaut 
d’assemblage du SSU Processome entraînant l’inhibition ou le retard des clivages aux sites 
A0, A1 et A2. Une hypothèse serait donc que cette particule de 50S correspondent à un SSU 
Processome mal assemblé contenant le pré-ARNr de 23S. Le devenir de cette particule de 50S 
reste inconnu. Elle pourrait être soit un précurseur spécifique de la petite sous-unité du 
ribosome, soit une particule pré-ribosomique incorrecte ciblée par le système de contrôle 
qualité nucléolaire pour sa dégradation. La détermination des composants nucléiques et 
protéiques de cette particule de 50S nous permettra de mieux appréhender son devenir. Dans 
un premier temps, nous souhaiterions reproduire ce résultat. Ensuite, les protéines et les 
ARNs totaux de chaque fraction du gradient de sucrose seront précipités afin d’établir le 
profil de sédimentation des pré-ARNr et de certaines protéines ribosomiques de la petite sous-
unité (protéines précoces, intermédiaires ou tardives). Nous établirons ainsi quels pré-ARNr 
et quelles protéines ribosomiques co-sédimentent avec cette particule de 50S. 
Comme nous l’avons précisé, une hypothèse serait que la particule de 50S soit un SSU 
Processome mal assemblé. Efg1p pourrait être un facteur du SSU Processome. On peut donc 
supposer que son absence induirait un défaut d’assemblage du SSU Processome et pourrait 






précédemment, Efg1p ne semble pas requis pour l’assemblage du SSU Processome. Une autre 
hypothèse pourrait donc être que la particule de 50S est un SSU Processome mal assemblé qui 
serait produit en condition sauvage mais qui serait rapidement ciblé par le système de 



















Au cours de la dernière décennie, la majorité des facteurs requis pour la biogenèse des 
ribosomes eucaryotes a été déterminée, le ribosome procaryote a pu être reconstitué in vitro et 
les structures des ribosomes procaryotes et eucaryotes ont été résolues. Ces données nous ont 
permis d’aller plus loin dans la compréhension de ce processus. Si les ribosomes procaryotes 
et eucaryotes présentent une structure comparable, la biogenèse de ceux-ci est différente d’un 
domaine à l’autre. L’assemblage du ribosome procaryote ne requiert que peu de facteurs, pour 
la plupart non essentiels. La majorité des informations requises pour son assemblage est 
portée par les composants nucléiques (ARNr) et protéiques (protéines ribosomiques) qui le 
compose. En revanche, l’assemblage du ribosome eucaryote est un processus plus complexe 
qui requiert l’action coordonnée de plus de 200 facteurs nucléiques et protéiques, absents du 
ribosome mature. Il passe par la formation de particules pré-ribosomiques complexes, tel que 
le SSU Processome. La formation correcte de ces particules est requise pour la maturation des 
pré-ARNr et l’acquisition de sous-unités ribosomiques fonctionnelles. On peut se demander 
quel est l’intérêt évolutif d’une telle complexification de la biogenèse du ribosome eucaryote 
par rapport à celle de son homologue procaryote. 
Au cours de ma thèse, je me suis attachée à comprendre le rôle de Nop19p et Utp25p, 
deux facteurs du SSU Processome. Ils sont spécifiquement requis pour l’assemblage de cette 
particule pré-ribosomique et, de ce fait, pour les clivages précoces du transcrit naissant aux 
sites A0, A1 et A2. Des cribles double hybride ont permis de montrer que Utp25p interagit 
avec Utp21p, Mpp10p et Utp3p, trois autres facteurs du SSU Processome (Charette and 
Baserga, 2010 ; Goldfeder and Oliveira, 2010). La purification des complexes protéiques 
contenant Nop19p, couplée à de la spectrométrie de masse, ont, de plus, montré que la 
protéine interagit avec Dhr2p et Utp25p ainsi qu’avec Grc3p, Enp2p et Bfr2p (Choque et al., 
2011). Ces 5 facteurs sont aussi requis pour l’assemblage du SSU Processome et les clivages 
précoces du pré-ARNr aux sites A0, A1 et A2 (Colley et al., 2000 ; Charrette and Baserga, 
2011 ; Peng et al., 2003 ; Grandi et al., 2002 ; Li et al., 2009). L’assemblage du SSU 
Processome est un processus complexe qui requiert le recrutement ordonné de modules 
préformés et de nombreuses interactions spécifiques entre les 72 facteurs connus qui le 
compose. La détermination du rôle de chacun de ces facteurs ainsi que des diverses 
interactions qui peuvent exister entre eux, nous permettra, par la suite, de comprendre 







J’ai aussi étudié la fonction de Efg1p, un facteur non essentiel chez Saccharomyces 
cerevisiae. Une hypothèse serait que Efg1p puisse être impliquée dans le contrôle qualité des 
particules pré-ribosomiques précoces. Comme nous venons de le préciser, l’assemblage du 
SSU Processome est un mécanisme complexe nécessitant le recrutement spécifique et 
ordonné d’au moins 72 facteurs. Il est donc parfaitement envisageable de penser que la 
formation de cette particule pré-ribosomique puisse emprunter différentes voies 
d’assemblage. Sur les dizaines de pré-ARNr qui sont transcrits simultanément dans une 
souche sauvage, dans des conditions optimales de croissance, il semble logique de voir 
apparaître quelques particules pré-ribosomiques mal assemblées. Dans ce cas, le mécanisme 
de contrôle qualité de la cellule ciblerait la particule pré-ribosomique aberrante et dégraderait 
le pré-ARNr pour permettre la dissociation et le recyclage des facteurs requis pour la 
biogenèse du ribosome.  
La détermination des différentes voies d’assemblage du SSU Processome reste donc 
l’un des enjeux principaux de la compréhension des étapes précoces de la biogenèse du 
ribosome. Afin d’établir des modèles d’assemblage plus précis de cette particule pré-
ribosomique, il sera nécessaire d’acquérir et de coupler : (i) les analyses génétiques et 
biochimiques de la mutation in vivo de chacun des facteurs du SSU Processome ;  (ii) les 
données de structure des facteurs, des modules préformés ou des particules pré-ribosomiques ; 
(iii) la reconstitution in vitro de l’assemblage de cette particule complexe. 
A) Le devenir du pré-ARNr de 23S chez les eucaryotes : un pas à 
franchir dans la compréhension de la maturation de la petite sous-
unité. 
Au cours de ma thèse, j’ai cherché à déterminer le rôle de Utp25p, Nop19p et Efg1p 
dans la biogenèse du ribosome. Sur la base de leur localisation nucléolaire et de données 
préliminaires obtenues avant mon arrivée, il a été suggéré que ces protéines étaient impliquées 
dans la maturation de la petite sous-unité du ribosome. L’ensemble des données que nous 
avons obtenues suggère que chacune de ces protéines intervient dans les étapes précoces de la 
biogenèse du ribosome, c'est-à-dire l’assemblage du SSU Processome et les clivages 
endonucléolytiques aux sites A0, A1 et A2. En effet, la déplétion de chacune de ces protéines 
entraîne l’accumulation du pré-ARNr de 23S, issu d’un clivage direct du transcrit primaire au 






la déplétion individuelle des facteurs du SSU Processome ainsi que lorsque la levure est 
soumise à un stress, comme une augmentation de la température ou la privation de glucose 
(Hughes and Ares, 1991 ; Wehner and Baserga, 2002 ; Osheim et al., 2004). Ces résultats 
conduisent à une discussion quant au devenir du pré-ARNr de 23S. Certains pensent qu’il 
s’agit d’un intermédiaire qui ne peut pas être maturé en ARNr de 18S et qui serait donc 
dégradé par le système de contrôle-qualité nucléaire (Venema and Tollervey, 1999 ; Houseley 
and Tollervey, 2007 ; Wery et al., 2009). D’autres pensent qu’il s’agit d’un précurseur de 
l’ARNr de 18S (Granneman and Baserga, 2004). Pour l’instant, aucune preuve ne permet de 
choisir l’une et/ou l’autre de ces hypothèses.  
Une bibliographie approfondie permet d’établir que la déplétion individuelle d’au 
moins 46 protéines impliquées dans la biogenèse du ribosome entraîne l’accumulation du pré-
ARNr de 23S. La déplétion de chacune de ces protéines montre un profil d’accumulation des 
pré-ARNr différent, suggérant un défaut d’assemblage spécifique. Parmi ces 46 protéines, la 
déplétion individuelle de sept d’entre-elles (Fcf1p, Fcf2p, Nop19p, Mpp6p, Efg1p, Lrp1p, 
Slx9p) entraîne aussi l’accumulation du pré-ARNr de 21S qui s’étend de l’extrémité 5’ de 
l’ARNr de 18S mature au site de clivage A3. La déplétion individuelle de deux autres 
protéine (Mrd1p, Dhr2p) permet l’accumulation du pré-ARNr de 22.5S, résultant d’un clivage 
8 nucléotides en aval du site D. Il n’a pas encore été établi si le pré-ARNr de 22.5S résulte 
d’une digestion du pré-ARNr de 23S par une exonucléase ou d’un clivage direct 8nt en aval 
de l’extrémité 3’ de l’ARNr de 18S. Les pré-ARNr de 21S et de 22.5S ont été décrits comme 
étant des précurseurs putatifs de l’ARNr de 18S (Vos et al., 2004 ; Segerstolpe et al., 2008). 
De plus, la description récente des étapes de maturation du pré-ARNr de 35S chez Candida 
albicans montre que le pré-ARNr de 23S s’accumule en condition sauvage, après la transition 
diauxique. La transition diauxique représente le changement de métabolisme qu’opère la 
levure pour produire l’énergie dont elle a besoin par respiration aérobie en utilisant l’éthanol 
produit par fermentation alcoolique lorsque le glucose n’est plus disponible dans le milieu de 
culture. Ce résultat étaye l’hypothèse selon laquelle le pré-ARNr de 23S serait un précurseur 
putatif de l’ARNr de 18S et suggère une adaptation du processus de maturation des ribosomes 
en fonction des conditions de croissance, préalablement décrit chez Saccharomyces cerevisiae 
(Osheim et al., 2004 ; Pendrak and Roberts, 2011). Chez Candida albicans, seulement 20nt 
séparent les sites de clivage D et A2. On peut donc supposer que, dans ce cas, le clivage au 
site A2 n’est pas un pré-requis pour la maturation de l’ARNr de 18S. Cela a été préalablement 






 (Torchet and Herman-Le Denmat, 2000). L’ensemble de ces résultats suggère que la 
séparation des pré-ARNr codants pour la petite et la grande sous-unité résulte soit des 
clivages aux sites A0, A1 et A2 dépendant du snoARN U3, soit d’un clivage direct au site A3 
par la RNase MRP. Il a aussi été suggéré que l’accumulation du pré-ARNr de 23S, après la 
transition diauxique, serait un mécanisme potentiel d’adaptation de la cellule à de nouvelles 
conditions environnementales, sa maturation en ARNr de 18S étant plus lente (Pendrak and 
Roberts, 2011). 
En revanche, la déplétion individuelle d’au moins 37 facteurs requis lors de la 
biogenèse du ribosome eucaryote entraîne l’accumulation du pré-ARNr aberrant de 23S 
concomitante avec une diminution drastique de l’accumulation des pré-ARNr de 20S et de 
21S ainsi que de l’ARNr mature de 18S. Cela suggère que le pré-ARNr de 23S est un 
précurseur aberrant qui ne peut être maturé en ARNr de 18S et qui doit être dégradé par le 
système de contrôle qualité nucléaire. Des expériences récentes de protection d’ARN 
associées à des analyses génétiques in vivo indiquent qu’une partie de la séquence entre les 
sites de clivage A2 et A3 s’associe avec une portion de la séquence de l’ARNr de 18S qui 
constitue l’hélice H44, sur le transcrit naissant (Lamanna and Karbstein, 2011). Le clivage au 
site A2 permettrait la dissociation de cet appariement, le réarrangement structural formant 
l’hélice H44 mature et modifierait l’orientation de l’endonucléase Nob1p pour permettre le 
clivage du pré-ARNr au site D. En revanche, un clivage direct du transcrit primaire au site A3 
rendrait cette dissociation impossible. Par conséquent, le site de clivage D resterait 
inaccessible pour Nob1p. Les produits résultant d’un clivage direct au site A3 n’auraient donc 
pas la conformation requise pour le clivage au site D et seraient alors ciblés vers les voies de 
dégradation. Le clivage du pré-ARNr au site A2 semble donc requis pour son clivage au site 
D. De même, il a été montré que le clivage au site A1 semblait requis pour le clivage au site 
A2 et que le clivage préalable au site A3 était requis pour l’obtention de la forme courte de 
l’ARNr de 5.8S (Henry et al., 1994 ; Venema and Tollervey, 1999). On peut supposer que ces 
clivages ont été ordonnés afin de reconvertir les chemins de maturation parallèles en 
intermédiaire singulier. En effet, les clivages du pré-ARNr sont des étapes irréversibles, il est 
donc impératif qu’elles soient proprement contrôlées et qu’elles n’aient lieu que lorsque 
l’intermédiaire d’assemblage est correctement formé. La surveillance d’un intermédiaire 
unique semble ici plus facile que l’inspection de plusieurs intermédiaires d’assemblage. 
L’ensemble de ces résultats suggère que le pré-ARNr de 23S est un intermédiaire aberrant 






L’assemblage du SSU Processome est un processus complexe qui requiert le 
recrutement ordonné d’au moins 72 facteurs sur le pré-ARNr en cours de transcription. La 
plupart de ces facteurs sont assemblés, au sein de la particule pré-ribosomique, sous la forme 
de modules préformés (UTP-A, UTP-B, UTP-C, snoRNP U3, MPP10). Le recrutement de ces 
modules préformés et des autres facteurs se fait par étapes successives selon, au moins, deux 
branches indépendantes (Perez-Fernandez et al., 2011). Comme nous venons de le décrire, la 
déplétion de chacun de ces facteurs conduit à des profils d’accumulation de pré-ARNr 
différents. Cela suggère qu’on observe différents défauts d’assemblage du SSU Processome 
en fonction du facteur qui est déplété. Il semble logique de penser que la déplétion d’un 
facteur du SSU Processome recruté précocement provoquera un défaut d’assemblage de la 
particule pré-ribosomique plus important qu’un facteur recruté tardivement. On peut donc 
supposer qu’il n’existe pas une mais des particules pré-ribosomiques contenant le pré-ARNr 
de 23S. En fonction de leurs compositions, de leurs structures et de la conformation du pré-
ARNr en leur sein, elles pourraient soit être maturées en ARNr de 18S soit dégradées par le 
système de contrôle-qualité nucléaire. 
B) La reconstitution in vitro, un atout pour la compréhension de 
l’assemblage du ribosome. 
La biogenèse des ribosomes procaryotes ne requiert que quelques facteurs, pour la 
plupart non essentiels. A l’inverse, la biogenèse des ribosomes eucaryotes requiert 
l’utilisation de plus de 200 facteurs protéiques et nucléiques. L’ensemble des interactions 
pouvant exister entre ces facteurs rend compte de la complexité de ce processus chez les 
eucaryotes et de la difficulté de reconstituer ce système in vitro (Mangiarotti et al., 1997). Si 
la majorité des facteurs requis lors la biogenèse des ribosomes eucaryotes a été identifiée, il 
manque encore de nombreuses informations pour établir un modèle d’assemblage et de 
maturation cohérent et pour connecter les différents facteurs entre eux, au sein des différentes 
étapes de maturation, dans divers compartiments cellulaires. L’étude individuelle du rôle de 
chacun de ces facteurs et l’identification de leurs interactions préférentielles au sein des 
particules pré-ribosomiques nous permettrait d’établir un modèle du processus de maturation 
et d’assemblage des sous-unités du ribosome.   
L’acquisition d’un système de reconstitution in vitro du ribosome eucaryote semblant 
impossible de par sa complexité, la reconstitution in vitro de divers modules, tels que les 






d’établir un modèle plus précis des différentes étapes de la biogenèse des ribosomes. Par 
exemple, il a été montré in vitro que le module MPP10 induisait un changement de 
conformation du snoARN U3. Cela permettrait de stabiliser l’appariement du snoARN avec le 
pré-ARNr de 35S jusqu’aux clivages aux sites A0, A1 et A2 ainsi que la dissociation des 
facteurs du SSU Processome (Gerczie et al., 2009 ; Gerczie and Correll, 2004). Seule la mise 
en place d’un système de reconstitution in vitro du SSU Processome permettrait de confirmer 
que l’assemblage de celui-ci servirait à guider le repliement correct du pré-ARNr et 
l’assemblage de certaines protéines ribosomiques de la petite sous-unité.  
Un crible génétique a permis d’obtenir la carte des interactions entre les facteurs du 
SSU Processome qui composent le module UTP-A (Freed and Baserga, 2010). La 
reconstitution in vitro des interactions, deux à deux, de chacune de ces protéines puis de 
l’ensemble des interactions qui composent le module nous permettra de valider le modèle 
d’assemblage, obtenu par des études biochimiques et génétiques, de celui-ci. On pourra aussi 
définir s’il existe une ou plusieurs voies d’assemblage de ce module. Enfin, sa reconstitution 
in vitro pourra permettre l’acquisition d’un module UTP-A purifié pour la résolution de sa 
structure cristallographique.  
De la même manière, la carte des interactions entre les facteurs du SSU Processome 
qui composent le module UTP-B a été récemment obtenue (Charette and Baserga, 2010). Les 
auteurs montrent aussi, à l’aide d’un crible génétique que les protéines Utp3p et Utp25p, deux 
facteurs du SSU Processome, permettent l’interaction entre les modules UTP-B et MPP10. De 
même que pour le module UTP-A, la reconstitution in vitro du module UTP-B permettra de 
valider le modèle d’assemblage de ce module. En outre, la reconstitution in vitro des 
différentes interactions entre UTP-B, MPP10, Utp3p et Utp25p permettra de déterminer si la 
présence du pré-ARNr est requise pour ces interactions. Enfin, l’acquisition de données 
cristallographiques de ces différents complexes nous permettra d’aller plus loin dans la 
compréhension des interactions protéine-protéine et protéine-ARN qui composent le SSU 
Processome. Nous pourrons, par conséquent, d’établir un modèle d’assemblage plus précis de 
cette particule pré-ribosomique. 
Ainsi l’utilisation de techniques de reconstitution in vitro nous permettra (i) de valider 
la carte des interactions entre les différents facteurs du SSU Processome obtenues par des 
méthodes d’analyses génétiques et biochimiques (Pour revue Lim et al., 2011), (ii) de 






biogenèse du ribosome et (iii) de purifier des petits complexes ou des particules pré-
ribosomiques pour la résolution de leur structure cristallographique. 
C) L’apport des données de structure à la compréhension de 
l’assemblage du SSU Processome et des ribosomes eucaryotes. 
En parallèle des données génétiques et biochimiques obtenues par des mutations in 
vivo, les techniques dérivées de microscopie électronique à moyenne résolution vont nous 
permettre de mieux appréhender l’assemblage du ribosome eucaryote. En effet, l’observation 
en microscopie électronique à moyenne résolution d’étalements de chromatine a permis de 
démontrer l’assemblage co-transcriptionnel du SSU Processome, l’existence de clivages co-
transcriptionnels sur le pré-ARNr naissant et la nécessité du module UTP-A lors de 
l’élongation de la transcription de l’ADNr (Miller and Beatty, 1969 ; Mougey et al., 1993 ; 
Osheim et al., 2004 ; Gallagher et al., 2004). Cette technique a permis l’acquisition 
d’informations essentielles sur l’aspect temporel et spatial de l’assemblage du SSU 
Processome qui furent confirmées plus tardivement par des études biochimiques (Kos and 
Tollervey, 2010).  
La structure de la grande sous-unité du ribosome associée au facteur tardif Nmd3p a 
été obtenue par cryo-microscopie électronique (Sengupta et al., 2010). Ces données de 
structure, ainsi que les résultats d’expériences de protection d’ARN, montrent que Nmd3p 
s’associe à l’interface entre la petite et la grande sous-unité, à proximité du site de liaison de 
Rpl10p (Sengupta et al., 2010). Cette étude a ainsi permis de comprendre que l’association de 
Nmd3p sur les précurseurs tardifs de la grande sous-unité du ribosome permettrait d’éviter 
l’association prématurée de deux sous-unités ribosomiques immatures.  
Les structures de précurseurs tardifs de la petite sous-unité ont été déterminées par 
cryo-microscopie électronique, à partir de purifications des particules pré-ribosomiques, après 
la déplétion individuelle de 7 facteurs cytoplasmiques (Strunk and Karbstein, 2011). La 
comparaison de ces structures avec la structure cristallographique de la petite sous-unité 
mature a ainsi permis de définir la disposition de ces 7 facteurs sur le précurseur de la petite 
sous-unité du ribosome (Strunk and Karbstein, 2011 ; Ben Shem et al., 2010). Cela a permis 
aux auteurs d’établir un modèle putatif des dernières étapes de maturation de la petite sous-






requise pour l’assemblage des dernières protéines ribosomiques et, par conséquent, 
l’acquisition d’une petite sous-unité ribosomique fonctionnelle. 
L’acquisition de données de structure à moyenne résolution, par microscopie 
électronique, des particules pré-ribosomiques permettra de mieux comprendre l’assemblage 
des sous-unités matures du ribosome (Strunk et al., 2011 ; Sengupta et al., 2011). Cependant, 
l’acquisition de ces données de structure reste beaucoup trop fastidieuse pour l’appliquer à 
l’ensemble des complexes pré-ribosomiques purifiés en absence de chacun des 200 facteurs 
requis pour la biogenèse du ribosome. Il sera donc nécessaire de définir des facteurs 
« charnières » dont l’assemblage représente une étape clé de la biogenèse du ribosome. La 
détermination de la structure, en microscopie électronique, des particules pré-ribosomiques, 
en absence de ces facteurs, permettra d’établir un modèle plus précis du recrutement et de la 
dissociation des différents facteurs ainsi que de l’assemblage des protéines ribosomiques.  
La résolution de la structure des particules pré-ribosomiques précoces, en microscopie 
électronique, permettra aussi de mieux comprendre l’assemblage du SSU Processome et les 
changements de conformation du pré-ARNr naissant requis pour les clivages aux sites A0, A1 
et A2. Comme nous l’avons déjà précisé, l’assemblage du SSU Processome se fait par le 
recrutement successif de modules préformés selon, au moins, deux voies indépendantes 
(Pérez-Fernandez et al., 2011). Il serait donc intéressant de déterminer la structure d’une 
particule pré-ribosomique, purifiée à partir d’un facteur du SSU Processome recruté 
tardivement sur la seconde voie d’assemblage, après déplétion d’un facteur précoce de la 
première voie d’assemblage du SSU Processome et inversement. Cela permettrait de mieux 
comprendre l’implication de chacune de ces voies d’assemblage du SSU Processome dans la 
maturation du transcrit naissant. Cela permettrait aussi de savoir si ces deux voies 
d’assemblage restent indépendantes ou si leur interaction tardive est requise pour la 
maturation du pré-ARNr. 
La détermination de la structure cristallographique de chaque facteur ou de modules 
indépendants permettra aussi de comprendre les différentes étapes de maturation des 
ribosomes. Par exemple, Nep1p est un composant du SSU Processome (Eschrich et al., 2002). 
Il est requis pour l’assemblage de la protéine ribosomique Rps19p (Buchhaupt et al., 2006). 
La détermination de sa structure suggère que Nep1p interagirait avec une séquence consensus 






18S (i) au niveau de la boucle de l’hélice H31, où elle catalyse une méthylation de l'ARNr et 
(ii) au niveau de la tige de l’hélice H42. Il semble qu’elle guiderait la dissociation de l’hélice 
H42 pour permettre le relargage de snR57, ce qui faciliterait l’interaction entre l’hélice H41 et 
la protéine ribosomique Rps19p.  
L’un des enjeux principaux des années à venir dans la compréhension de la biogenèse 
du ribosome et de ses étapes précoces, tels que l’assemblage du SSU Processome ou les 
clivages du pré-ARNr aux sites A0, A1 et A2, sera d’acquérir et de coupler (i) les données 
génétiques et biochimiques de chaque facteur requis pour la biogenèse du ribosome, (ii) la 
détermination de la structure de diverses particules pré-ribosomiques en microscopie 
électronique, (iii) la résolution de la structure cristallographique de chaque facteur et (iv) la 
vérification des modèles par reconstitution in vitro. L’analyse corrélative de chacun de ces 
résultats nous permettra d’aller plus loin dans la compréhension de la biogenèse du ribosome 
eucaryote et de comprendre l’intérêt évolutif d’une telle complexification de ce processus par 
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Les ribosomes sont des assemblages ribonucléoprotéiques responsables de la traduction des 
ARNm en protéines. Plus de 200 facteurs nucléiques et protéiques sont requis pour la 
production et l’assemblage des sous-unités matures du ribosome eucaryote. La biogenèse des 
ribosomes est un processus complexe comprenant de nombreuses étapes, coordonnées dans le 
temps et l’espace. Elle débute par la transcription de l’ADNr par l’ARN Pol. I au sein du 
nucléole. De nombreux facteurs de maturation vont s’assembler sur le transcrit naissant pour 
former la particule pré-ribosomique précoce. La formation correcte de cette particule est 
requise pour les clivages co-transcriptionnels aux sites A0, A1 et A2 qui permet la formation 
des précurseurs de la petit (pré-40S) et de la grande (pré-60S) sous-unité du ribosome. 
Au cours de ma thèse, je me suis attachée à caractériser précisément le rôle de deux protéines 
nucléolaires, Nop19p (YGR251W) et Efg1p (YGR271C-A), dans la biogenèse du ribosome. 
J’ai montré que ces facteurs s’associent physiquement aux particules pré-ribosomiques 
précoces. Leur absence entraîne l’accumulation d’un précurseur aberrant, le pré-ARNr de 
23S, qui résulte d’un clivage direct au site A3. Cela induit un défaut de production de la petite 
sous-unité du ribosome et aboutit à la mort de la cellule. 
Nop19p, protéine essentielle, est requise lors des clivages précoces aux sites A0, A1 et A2 du 
pré-ARNr. Nos résultats montrent qu’elle est nécessaire à l’assemblage de Utp25p au sein du 
SSU Processome et au désassemblage de l’hélicase à ARN Dhr2p après les étapes précoces de 
maturation.  
L’observation du profil de sédimentation des particules ribosomiques en absence de Efg1p 
montre l’apparition d’une particule de 50S qui a précédemment été décrite comme un 
intermédiaire potentiel de la petite sous-unité du ribosome. L’apparition de cette particule 
spécifique, en absence de Efg1p, est concordante avec l’accumulation du pré-ARNr de 23S 
dont le devenir est toujours discuté. Cette particule de 50S pourrait donc être soit un 
intermédiaire spécifique de la petite sous-unité du ribosome soit un SSU Processome mal 
assemblé sujet à dégradation. 
